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L’analyse d’urine est aujourd‘hui un examen complémentaire très souvent effectué en 
médecine vétérinaire et particulièrement en médecine canine et féline. Celle-ci permet 
d’objectiver et de diagnostiquer un grand nombre d’affections et de maladies qui sont 
fréquemment rencontrées.  
L’analyse urinaire de routine comporte différentes étapes qui permettent d’évaluer différentes 
caractéristiques physiques et chimiques de l’urine (Rabinovitch, 2009). 
Tout d’abord, un examen macroscopique est nécessaire, permettant la description de la 
couleur, de l’odeur et de la turbidité des urines.  
Ensuite une analyse physico-chimique instrumentale est réalisée. 
 
La détermination de la densité urinaire à l’aide d’un  réfractomètre reflète la concentration 
totale des solutés dans les urines et traduit la capacité ou non des reins à concentrer l’urine.  
La réalisation d’une bandelette urinaire est l’une des étapes clefs de l’analyse. Elle consiste en 
un test colorimétrique qui permet de déterminer de façon semi quantitative la présence ou 
l’absence de certaines entités chimiques. Les bandelettes urinaires permettent de mettre en 
évidence la présence pathologique de protéines, de leucocytes, de glucose, de corps cétonique, 
de bilirubine, de sang, d’urobilirubine et de nitrites dans les urines. Elles permettent 
également de mesurer le pH urinaire.  
Enfin l’examen cytologique du sédiment urinaire permet de mettre en évidence un processus 
inflammatoire ou infectieux, une cristallurie, une hématurie, la présence de cellules 
épithéliales, de cylindres.  
D’autres tests peuvent être également effectués comme par exemple la réalisation du Rapport 
Protéine Créatinine Urinaire (RPCU) qui permet de quantifier une protéinurie ou encore le 
dosage de certaines protéines ou activités enzymatiques afin de déterminer la localisation 
d’une lésion rénale. 
Cette analyse complète des urines présente un réel intérêt diagnostic et pronostic pour de 
nombreuses affections. Dans un contexte de maladie rénale chronique, l’analyse des urines 
permet à la fois d’établir un diagnostic, de déterminer le stade d’évolution de la maladie, 
d’évaluer le  pronostic mais également de décider de la mise en place d’un traitement et de 
déterminer son efficacité  (IRIS Canine GN Study Group Diagnosis Subgroup et al. 2013). Le 
dosage précoce et précis de la protéinurie en particulier, est important dans le cas de maladie 






et al. 2005). Une protéinurie élevée sera signe de l'évolution de la maladie et sera de pronostic 
défavorable. De même, lorsqu’un animal est sous traitement, étudier l’évolution de sa 
protéinurie  permet de vérifier l’efficacité du traitement et de l’ajuster si celle-ci est trop 
élevée (IRIS Canine GN Study Group Diagnosis Subgroup et al. 2013).  
Les urines provenant d’un chien en bonne santé avec des reins sains contiennent peu de 
protéines. Cette très faible quantité de protéine n’est en général pas détectée par les techniques 
semi-quantitatives de mesure de protéines urinaires. Lors de  protéinurie anormale, différentes 
techniques permettent de dépister la présence de protéine tels que la bandelette urinaire (test 
semi quantitatif), le Rapport Protéine Créatinine Urinaire (RPCU, test quantitatif) et le dosage 
de certaines protéines urinaires tels que l’albumine (Lees et al. 2005). Le test de première 
intention réalisé dans la majorité des cas est la bandelette urinaire. Il faut toutefois garder à 
l’esprit que la spécificité et la sensibilité de la bandelette urinaire pour les protéines ne sont 
pas très bonnes et que celle-ci risque de donner un faux positif si les urines sont trop 
concentrées ou trop alcalines (Lees et al. 2005) ou un faux négatif si les urines sont trop 
diluées ou acides (DiBartola et al. 1980). En cas de positivité à la bandelette, c'est-à-dire une 
bandelette donnant un résultat supérieur ou égal à 2 + de protéines, un RPCU est préconisé 
pour confirmer la présence d’une protéinurie pathologique et la quantifier (Zatelli et al. 2010). 
Le RPCU est une méthode fiable qui permet d’avoir la plus proche estimation des protéines 
excrétées dans les urines pendant 24 heures. En effet, cette excrétion  varie le long de la 
journée, entrainant une concentration protéique urinaire variable en fonction de l’heure de 
collecte. La récolte des urines sur 24 heures est donc nécessaire afin d’avoir une valeur 
interprétable de la protéinurie mais, non réalisable en pratique vétérinaire. Le RPCU permet 
de s’affranchir de cette collecte sur 24 heures et est représentatif de la valeur moyenne de la 
protéinurie quotidienne (Price, Newall, et Boyd 2005). 
Le RPCU est considéré, chez le chien, comme physiologique lorsqu’il est inférieur à 0,2, 
douteux entre 0,2 et 0,5, et anormal au-delà de 0,5 (Lees et al. 2005). 
Il convient toutefois d’identifier l’origine de cette protéinurie. En effet celle-ci peut être :  
- Pré-rénale : elle est due à une concentration en protéines plasmatiques trop 
importante ; ces protéines traversent les capillaires glomérulaires et se retrouvent dans 
les urines.  
- Rénale : elle est due à un disfonctionnement  dans la prise en charge des protéines par 
le rein ; elle peut être fonctionnelle c'est-à-dire provenir d’une altération physiologique 
rénale due à des phénomènes transitoires tels que  l’exercice ou la fièvre, ou encore 







- Post rénale : elle est due à l’entrée de protéines dans les urines après le rein. Elle peut 
être due à une anomalie du bas appareil urinaire ou de l’appareil génital  (DiBartola et 
al., 1980) 
 
Afin de différencier l’origine d’une protéinurie, une démarche rigoureuse est nécessaire :  
- Il faut tout d’abord prélever les urines par cystocentèse c'est-à-dire par ponction 
directement dans la vessie pour éliminer les causes post rénales extra urinaires  
- Un dosage des protéines totales permet d’exclure une cause pré-rénale 
- Un culot urinaire permet de détecter tout signe d’inflammation ou d’hématurie ce qui 
écarte les causes post-rénales urinaires (Lees et al. 2005). 
De même, l’analyse cytologique du sédiment et la bactériologie urinaire, permettent d’établir 
un diagnostic, d’évaluer le pronostic, de décider de la mise en place d’un traitement et de 
déterminer son efficacité sur des affections telles que des infections du tractus urinaire ou des 
lithiases urinaires.  
 
En effet, la mise en évidence d’une cristallurie aide à l’identification de processus 
pathologiques qui prédisposent à la formation d’urolithiases et permet de déterminer 
l’efficacité des protocoles médicaux prescrits afin de dissoudre ou de prévenir ces urolithiases 
(Albasan et al. 2003).  
Chez le chien, deux types de cristaux sont majoritairement isolés, les oxalates de calcium et 
les cristaux de stuvites aussi appelés phosphate-ammoniaco-magnésien (PAM). Ces cristaux 
se forment dans des conditions de pH différentes, les struvites se formant plus à des pH 
alcalins et les oxalates de calcium à des pH acides. Cette cristallurie est souvent associée à 
une infection microbienne du bas appareil urinaire, il est donc important de prêter une 
attention particulière à la bactériurie lorsque des cristaux sont mis en évidence.   
 
Il faut toutefois prendre garde à l’identification de ces cristaux lors d’analyses du culot 
urinaire car dans certaines conditions de stockage, des néo cristaux formés in vitro et non 
présents dans les urines in vivo peuvent se former et fausser le diagnostic (Albasan et al. 
2003). Ainsi certains recommandent l’analyse directe des urines dans l’heure suivant le 
prélèvement, sous peine d’avoir des artéfacts non observés in vivo (Albasan et al. 2003). 
 
Une infection du tractus urinaire est diagnostiquée par la mise en évidence de bactéries dans 
les urines. Aujourd’hui 14 % des chiens ont ou auront un jour une infection du tractus 
urinaire ; les femelles étant plus sensibles que les mâles (Rowlands et al. 2011).  
Sur un chien sain, le vagin, le prépuce et l’extrémité distale de l’urètre sont colonisés par des 
bactéries potentiellement  pathogènes,  qui peuvent être retrouvées par contamination dans les 






De même, lors de la réalisation de prélèvements urinaires, des bactéries de l’environnement 
peuvent contaminer les urines, engendrant un faux positif lors de la culture bactérienne. Il est 
donc nécessaire de définir un seuil de concentration bactérienne qui permet de s’affranchir de 
ces deux situations et d’identifier si une bactériurie est  significative.   
De plus, l’urine est un bon milieu de culture. Un délai excessif entre les prélèvements d’urine 
et les analyses bactériologiques ou une température inadéquate de stockage favorisant le 
développement de bactéries peuvent amener à une augmentation de la bactériurie (Watson et 
Duerden 1977).  
Il faut donc prêter une attention particulière aux conditions de prélèvement et de stockage. 
 
Pour toutes ces analyses, différents types de prélèvements sont possibles :  
- Un prélèvement par miction spontanée correspond à la récupération des urines lorsque 
l’animal urine. Il peut être accompagné ou non d’un nettoyage préalable du tractus 
génital externe afin d’éviter toute contamination avec les poils ou les souillures 
présentes sur celui-ci. 
- La cathétérisation  de l’urètre consiste à cathétériser une sonde le long du tractus 
urinaire jusqu’à la vessie afin d’en récupérer le contenu. 
- La cystocentèse qui consiste à prélever  les urines directement dans la vessie à l’aide 
d’une aiguille montée sur une seringue. 
 
Ces trois techniques présentent des avantages différents et seront plus ou moins appropriées 
en fonction des critères recherchés. Des urines récoltées par miction spontanée auront un 
niveau de contamination plus important que des urines prélevées par cystocenthèse (Reine et 
Langston 2005). 
Toutefois, cette méthode étant plus invasive, elle peut être à l’origine de micro-traumatismes  
engendrant des micro-hémorragies à l’origine d’hématurie ou des déchirures de la paroi 
vésicale. De plus,  la cystocentèse est un prélèvement  qui n’est pas réalisable sur certains 
animaux dont par exemple  la vessie est difficile à localiser et qui nécessite un personnel 
formé et un animal coopératif.   
 Il faut donc adapter les  techniques de prélèvement aux analyses souhaitées ainsi qu’au 
contexte et envisager les modifications que ces techniques peuvent apporter aux résultats 
(Reine et Langston 2005). 
 
Ces techniques différentes sont toutefois standardisées afin d’avoir des prélèvements d’urines 
utilisables. Il faut, en effet, éviter toute contamination ou tout changement physico chimique 
des urines qui modifieraient les résultats d’analyse. De plus en médecine vétérinaire, 
contrairement à la médecine humaine, certaines contraintes font obstacle à  la réalisation 






analyse faite au chevet du patient, dans les plus brefs délais après le prélèvement, sans 
transport ni stockage.  
 
Cette situation n’est pas toujours réalisable en médecine vétérinaire où le praticien ne peut pas 
toujours effectuer l’analyse juste après le prélèvement. Par exemple, pour l’examen 
bactériologique des urines, il y a habituellement un délai plus ou moins long entre le 
prélèvement, l’acheminement au laboratoire et l’analyse de celui-ci. Durant ce délai, en 
fonction des analyses à effectuer,  les urines sont en général réfrigérées voire congelées ou 
laissées à température ambiante. Les conséquences sur les différents composants des urines ne 
sont pas les mêmes.  
 
Toutes ces étapes qui se déroulent depuis  la prise de contact avec l’animal  jusqu’à la prise en 
charge des prélèvements par un technicien de laboratoire pour effectuer l’analyse s’appellent 
la phase pré-analytique.  
Cette phase prend en compte la prescription, le prélèvement, l’identification des 
prélèvements, le transport jusqu’au laboratoire, et toutes les phases de pré-traitement que 
subissent les spécimens avant d’être analysés. 
La phase pré-analytique est une phase clef car de nombreux dysfonctionnements élémentaires 
peuvent survenir et mener à un résultat invalide, même si la phase analytique est réalisée 
correctement.  
 
Le pourcentage d’erreur commis dans les laboratoires vétérinaires est d’environ 0.8 à 1.3 % 
(Hooijberg, Leidinger, et Freeman 2012) ce qui est équivalent à ce que l’on observe dans les  
laboratoires humains. Parmi ces erreurs, 85 à 68.2 % de celles-ci sont effectuées lors de la 
phase pré-analytique définissant ainsi cette phase comme la plus critique (MURAT et  Ecole 
Nationale de la Santé Publique. (E.N.S.P.). Rennes. FRA / com. 2003).  
 
Cet important pourcentage d’erreur est dû au fait que les étapes de cette phase sont manuelles 
et non automatisées comme lors de la phase analytique ; cette phase est donc plus difficile à 
calibrer. De nombreux opérateurs sont également acteurs de cette phase, le pourcentage 
d’erreurs humaines est donc  plus élevé. Pour éviter ces erreurs, il faut standardiser au 
maximum les différentes étapes. Pour chaque étape de la phase pré-analytique il faut donc 
obligatoirement fournir des procédures claires, compréhensibles et applicables par tous les 
opérateurs (Hooijberg, Leidinger, et Freeman 2012). 
 
Dans ce contexte, une évaluation des facteurs pré-analytiques est nécessaire afin de mieux 
objectiver les résultats de l’analyse d’urine.  
Le but de cette étude est d’étudier l’évolution du RPCU, de la bactériologie et de la cytologie 













PREMIERE PARTIE : LES FACTEURS PRE-ANALYTIQUES 
INTERVENANT DANS L’ANALYSE D’URINE 
 
1. Le statut de l’animal au moment du prélèvement 
 
1.1. L’influence de l’heure du prélèvement 
 
Certaines substances sécrétées ou prises en charge par le métabolisme de l’animal présentent 
des variations de concentration au cours de la journée, dû à une activité métabolique 
différente en fonction de l’heure. C’est ce que l’on appelle le rythme circadien. Il correspond 
à un rythme biologique d'une durée de 24 heures environ, qui possède au moins un cycle par 
période de 24 heures (Noh et al. 2011). La variabilité de ces substances ou métabolites 
peuvent entrainer la variabilité de certaines caractéristiques chimiques des substances 
produites par le corps. En ce qui concerne l’analyse d’urine, ces principales variations au 
cours de la journée toucheront la densité urinaire, l’osmolarité, la protéinurie et par 
conséquent le RPCU.  
 
1.1.1. Protéinurie et RPCU 
 
Comme expliqué précédemment, l’excrétion protéique urinaire varie au cours de la journée. 
Elle dépend entre autres de l’heure de collecte, de l’aliment, de l’exercice physique réalisé. 
Cependant le RPCU permet de s’affranchir de ces variations et permet une bonne évaluation 
de la protéinurie  moyenne sur 24 heures (Price, Newall, et Boyd 2005). 
Toutefois, le RPCU peut lui aussi varier le long de la journée ou de jour en jour. Ces 
variations aléatoires biologiques du RPCU  ne dépendent ni de l’évolution d’une quelconque 
maladie ni de la réponse au traitement. Elles sont physiologiques.  
Les lignes de conduite approuvées recommandent, afin d’obtenir une valeur représentative 
moyenne du RPCU,  d’effectuer plusieurs mesures du RPCU s’il n’est pas supérieur à 2 avant 
d’émettre un diagnostic, un pronostic ou de mettre en place un traitement (Lees et al. 2005). 
Cela permet d’avoir une valeur moyenne seuil du RPCU de l’individu et de s’affranchir des 






Effectuer des RPCU est toutefois couteux, en termes pratiques, il faut privilégier les méthodes 
qui permettent de s’affranchir de ces variations quotidiennes du RPCU tout en effectuant le 
moins de mesures possibles.  
Dans ce contexte il a été montré que déterminer le RPCU d’un mélange de trois urines 
différentes revient à faire la moyenne des RPCU de ces trois urines (LeVine et al. 2010). 
Toutefois cette méthode de mise en commun des urines ne peut pas être réalisée pour des 
animaux ayant des affections aigues pour lesquels le RPCU peut drastiquement changer d’un 
jour sur l’autre. Cette méthode ne serait alors plus représentative de la moyenne des RPCU. 
Elle n’est viable que pour s’affranchir des variations quotidiennes aléatoires du RPCU et non 
des variations dues à une évolution de maladie. 
Une autre méthode afin de s’affranchir des variations quotidiennes du RPCU est de 
déterminer un ordre de grandeur pour lequel les variations du RPCU sont considérées comme 
physiologiques (Nabity et al. 2007).  
 
 
Tableau 1 : Tableau d’interprétation de deux valeurs successives de RPCU 
 
En fonction de la valeur du RPCU, ce tableau montre à partir de quels intervalles on peut 
conclure à une évolution du RPCU et non à une variation biologique aléatoire de celui-ci.  
Quand une valeur de RPCU par rapport au RPCU initial  est en dehors de l’intervalle donné 






la différence de RPCU est dans l’intervalle donné par ce tableau, il faut réitérer la mesure afin 
de  différencier les variations aléatoires biologiques et les légères variations pathologiques de 
la protéinurie. 
 
1.1.2. Densité et osmolarité urinaire 
 
Les animaux diurnes tels que le chien ont une production d’urine plus importante le jour que  
la nuit.  
En effet, la production d’urine et la miction prédominent durant la phase active c'est-à-dire 
durant la journée. A contrario, pendant la nuit, le stockage dans la vessie augmente et la 
fréquence de miction diminue afin de permettre le repos et le sommeil pendant la phase de 
repos.   
De plus, le débit de filtration glomérulaire décroit de 30 % pendant la nuit (Noh et al. 2011).  
Par conséquent, ceci entraine une augmentation de la densité urinaire la nuit par rapport à la 
matinée (Noh et al. 2011). Il en découle que la densité urinaire des premières urines collectées 
est plus importante que celle des urines du reste de la journée ou du soir (van Vonderen, 
Kooistra, et Rijnberk 1997). 
De même, l’excrétion d’électrolytes est significativement plus basse pendant la phase de 
sommeil que pendant la journée (Noh et al. 2011). 
Les raisons de cette variation de densité urinaire de long de la journée ne sont pas encore  
connues, même si certains suspectent l’existence d’une horloge interne à certains organes tels 
que le rein ou la vessie (Noh et al. 2011). 
La densité n’est pas la seule variable qui varie au cours de la journée, l’osmolarité urinaire 
varie avec celle-ci. En effet, l’osmolarité des premières urines collectées du matin est plus 
élevée que l’osmolarité des urines du soir (van Vonderen, Kooistra, et Rijnberk 1997). 
Sur un chien normo-hydraté, pour des urines collectées au hasard dans la journée, la valeur de 
densité urinaire peut varier de 1.006 à 1.050 et celle de l’osmolarité de 161 à  2 830 mOsm/kg 
(van Vonderen, Kooistra, et Rijnberk 1997). 
Par conséquent, un prélèvement dont la valeur de densité urinaire est anormale peut se 
normaliser par la suite. Un second prélèvement peut donc être nécessaire pour confirmer ou 







1.2. L’influence de l’alimentation  
 
1.2.1. pH urinaire 
 
Le pH urinaire normal d’un chien peut varier entre 4 et 8.  Il est en général constant pour un 
individu mais peut varier au cours de la journée. Les principales variations  sont dues à 
l’alimentation.  
Déterminer le pH d’une urine est primordial dans le cadre d’une analyse d’urine car la valeur 
du pH  permet de créer des conditions particulières à la formation  de cristaux. Les cristaux de 
struvites ou phosphate-ammoniaco-magnésien (PAM) auront tendance à se former pour des 
pH alcalins, supérieurs à  6.5, alors que les cristaux d’oxalates de calcium auront tendance à 
se former dans des urines au pH acide.  
Il est donc nécessaire d’évaluer les  variations du pH  des urines en fonction de l’alimentation 
donnée, surtout quand on doit gérer des cristalluries.  
Chez le chat, il a été prouvé que les individus nourris par des repas fixes dans le temps 
présentent un pic marqué d’augmentation de leur pH urinaire 4 heures post prandial. Ce pic 
n’est pas observé chez les chats nourris à volonté qui eux ont une légère augmentation du pH 
sans pic (Finke et Litzenberger 1992). 
Cette étude a également montré que, plus le repas est important, plus le pic d’alcalinisation 
des urines l’est. Le pic d’augmentation de pH est également lié à la concentration en protéines 
de l’aliment : plus celui-ci est riche en protéine plus le pic est important (Finke et 
Litzenberger 1992). 
 







Cette augmentation de pH post prandiale appelée « alkaline tide » ou vague alcaline est due à 
la formation d’acide gastrique qui suit l’ingestion de nourriture. Afin de compenser cette perte 
d’acide et donc cette vague alcaline, le rein sécrète des bicarbonates.  
Plus le repas est important, plus la quantité d’acide gastrique est importante ce qui explique 
que le pH urinaire augmente également. De même, plus la concentration en protéine est 
importante, plus la concentration en acide gastrique sécrétée l’est également, ce qui entraine 
un pic plus important. 
L’ « alkaline tide » ou vague alcaline atteint un seuil au-delà duquel le pH urinaire 
n’augmente plus. Ce seuil est d’environ 7.5 (Finke et Litzenberger 1992). 
Chez le chien, un pic d’alcalinisation des urines n’est détecté que dans certains cas. Les chiens 
nourris avec de la nourriture sèche type croquettes ne présentent pas de pic (Gleaton and al. 
2001), alors que ceux nourris avec une alimentation humide en présentent un (Stevenson and 
al. 2000).  
Cette augmentation de pH post prandiale peut être un facteur favorisant à la formation de 
cristaux de struvites qui se forment à pH alcalin. C’est pourquoi  il est recommandé pour les  
chats qui ont des problèmes d’urolithiases de privilégier une alimentation à volonté, ou, dans 
la mesure du possible, une alimentation la plus fractionnée possible.  
Les variations de pH dépendent également du type d’aliment utilisé.  
Les animaux nourris avec de la nourriture humide auront tendance à avoir des urines plus 
acides que les animaux nourris avec de la nourriture sèche. Ceci est dû à l’oxydation des 
acides aminés sulfurés, de la méthionine et de la cystéine contenu dans la nourriture humide 
(Finke et Litzenberger 1992). 
La composition de l’aliment va également avoir un rôle sur le pH. Les alimentations « gastro-
intestinale », normale et «urinaire » n’engendrent pas de variation de pH urinaire. 
A contrario, l’alimentation « rénale » elle entraine une augmentation du pH urinaire (Gleaton 
et al.2001). 
Ceci est dû au fait qu’elle est formulée pour neutraliser l’acidose métabolique liée à 
l’insuffisance rénale et donc favorise la vague alcaline associée à l’alcalose urinaire.  
Toutefois il est important de signaler que certains aliments type « urinaires » présentent des 
agents acidificateurs d’urine, nécessaires à la dissolution des cristaux de struvites. Dans 
l’étude précédente, aucune acidification des urines n’a été décrite suite à l’ingestion 







1.2.2.  Cristaux urinaires  
 
Comme expliqué précédemment, la détermination du pH urinaire est fondamentale dans la 
gestion de la cristallurie. Une des principales applications de cette gestion est la mise en place 
d’une alimentation type « urinaire » lors de présence de cristaux de struvites. Ce type 
d’aliment qui contient une teneur modérée en protéines (15 à 20%), peu de fibres pour 
diminuer les pertes d'eau par les matières fécales, une teneur élevée en sel ainsi qu’un agent 
acidificateur des urines permet d’augmenter la diurèse, et de diminuer le pH urinaire afin de 
permettre la dissolution des cristaux de struvites. Toutefois, la mise en place de ce type 
d’alimentation n’est utile en traitement que pour les cristaux de struvites. Les cristaux 
d’oxalate de calcium ne peuvent pas être dissous médicalement, la seule solution 
thérapeutique en cas de présence de tels calculs est le retrait de ceux-ci.  
Le type d’alimentation a également un rôle sur la cristallurie. En effet chez les chats, il a été 
montré qu’un mélange de nourriture sèche et humide entraine une plus grande cristallurie 
qu’une nourriture exclusivement humide (Sturgess et al. 2001). 
Ceci est lié au fait que les chats nourris avec de la nourriture sèche ont une densité urinaire 
plus élevée  et donc des urines plus concentrées et des cristaux qui ont plus de chance de se 
former. 
 
1.2.3. Protéinurie et RPCU 
 
Les variations de protéinurie et de RPCU en fonction de l’alimentation dépendent de l’état de 
santé de l’animal.  
Chez l’homme et chez le rat atteints de syndrome néphrotique, plus la quantité en protéines de 
l’alimentation est importante, plus la perte d’albumine urinaire est importante et donc plus le 
RPCU est augmenté. Le but thérapeutique de l’alimentation pour les patients atteints de 
syndrome néphrotique est de diminuer la quantité de protéines apportées par l’alimentation 
afin d’éviter toute effraction protéique.  
Chez les chiens qui présentent des maladies rénales glomérulaires, le RPCU augmente quand 






L’évolution du RPCU lors d’un changement d’alimentation n’est pas immédiate. Il faut 
attendre quatre semaines entre le passage d’un aliment pauvre en protéines à un aliment riche 
en protéines pour observer une augmentation du RPCU (Burkholder et al. 2004). 
Il est donc préférable, pour les animaux atteints de maladies rénales entrainant une 
protéinurie, de favoriser les alimentations pauvres en protéines.  
Toutefois, avec ce type d’alimentation il faut prendre garde à ne pas trop restreindre l’animal 
en énergie et a bien couvrir les besoins de celui-ci.  
En revanche, les animaux ne présentant aucune anomalie rénale et un RPCU normal n’ont 
aucune variation du RPCU quand leur alimentation a des teneurs variables en protéines 
(Burkholder et al. 2004, Jergens et al. 1987). 
 
1.2.4. Densité urinaire 
 
La densité urinaire peut également varier en fonction de la composition de l’aliment donné à 
l’animal.  
En effet, la densité urinaire augmente chez les chiens qui ont un régime hautement protéiné 
par rapport à un régime faiblement protéiné (Burkholder et al. 2004). 
 
 
1.3. L’influence de l’état de santé de l’animal 
 
1.3.1. Protéinurie et RPCU 
 
Comme expliqué précédemment, de nombreux facteurs peuvent interférer avec le RPCU et 
provoquer une protéinurie non présente initialement. Par exemple, certaines hyperthermies 
peuvent entrainer une augmentation de la protéinurie sans  qu’il n’y ait de lésions rénales.  De 
même, l’hypertension systémique entraine également une augmentation de la protéinurie.  
L’administration de certaines molécules peut également avoir un effet sur la protéinurie. En 
effet, l’administration de glucocorticoïdes à long terme entraine une augmentation importante 








Figure 2: RPCU moyen de 9 chiens traités avec de la prednisolone PO 
Le mécanisme de cette protéinurie induite par les glucocorticoïdes est mal connu mais peut 
être du à des effets immunosuppresseurs et des lésions glomérulaires (Waters et al. 1997).  
De même, certaines anomalies dans l’analyse d’urine peuvent entrainer une variation non 
physiologique du RPCU et mener à des faux positifs de protéinurie.  
L’hématurie, si elle est importante, entraine une augmentation de la protéinurie et du RPCU. 
Plus celle-ci augmente plus le RPCU augmente (Bagley et al. 1991). 
 
 
Figure 3 : Effet de la contamination par du sang d'urines sur le RPCU de chiens 
 
Pour des valeurs d’hématurie modérées (5 à 20 globules rouges par champ), c’est à dire pour 
une contamination d’environ 10 %, le RPCU n’est pas modifié significativement. Il faut donc 






proportionnalité entre l’ordre de grandeur d’augmentation du RPCU et celui d’augmentation 
de l’hématurie, surtout pour des hématuries modérées.  
De même, la pyurie entraine l’augmentation de la protéinurie et du RPCU (Bagley et al. 1991; 
Vaden et al. 2004).  
Dans le cas de cystotomie ou de cystite, le RPCU augmente et reste élevé pendant les trois 




Tableau 2: Effet de la cystotomie et de la cystite infectieuse expérimentale sur le RPCU 
Dans ces deux cas, la quantité de protéines exsudées par le bas appareil génital est 
proportionnelle à la sévérité de l’atteinte de la vessie. Plus l’atteinte est sévère plus le RPCU 
est augmenté (Bagley et al. 1991).  
 
Enfin, la concentration en créatinine urinaire est directement liée à la densité urinaire. Le 
RPCU dépend donc de cette densité. Il convient donc d’interpréter les résultats du RPCU en 
fonction de la densité urinaire (Rossi et al. 2012). 
En conclusion, il convient donc d’effectuer l’analyse urinaire complète avant d’effectuer un 
RPCU. En fonction des résultats de celle-ci, il faut modérer le RPCU obtenu, afin de ne pas 









1.3.2.  Densité et osmolarité urinaire 
 
Le principal facteur jouant sur la variation de la densité et l’osmolarité des urines d’un chien 
est son état d’hydratation. En effet plus un animal est déshydraté, plus sa densité urinaire et 
son osmolarité urinaire sont élevées (Steinberg, Drobatz, et Aronson 2009).  
Lors de déshydratation, les valeurs de ces deux variables augmentent jusqu’à atteindre 1.076 
pour la densité et 2738 mOsm/ kg pour l’osmolarité (van Vonderen, Kooistra, et Rijnberk 
1997). 
A contrario, ces deux variables diminuent lors d’ajout de fluide ou lors d’administration de 
glucocorticoïdes (Steinberg, Drobatz, et Aronson 2009).  
 
1.3.3. Albumine,retinol-binding-protein (RBP), N-acetyl-β-D-glucosaminidase (NAG) 
urinaires 
 
Le diagnostic de lésions rénales est un défi en médecine vétérinaire de par le peu d’outils 
diagnostics disponibles. Outre la détermination d’une protéinurie rénale signe de lésions 
rénales il existe de nouvelles techniques plus précoces et plus précises : il s’agit de la 
détermination de  l’albuminurie, de la concentration en Retinol-binding proteine (RBP), et des 
activités enzymatiques urinaires tels que le N-Acétyl-β-D-glucosaminidase (NAG). 
Ces trois molécules ne sont pas physiologiquement sensées être détectées dans les urines.  
Chez les chiens atteints d’insuffisance rénale chronique, ces trois marqueurs sont 
significativement augmentés (Pascale M. Y. Smets et al. 2010). 
Isoler de l’albumine, qui est une protéine de poids moléculaire moyen, dans les urines est un 
signe de lésion glomérulaire alors qu’isoler du RBP, protéine de poids moléculaire moyen, ou 
du NAG permet de suspecter une lésion tubulaire.   
 
L’intérêt de ces marqueurs est qu’ils permettent le diagnostic précoce des maladies rénales, 
bien avant la mise en évidence d’une protéinurie (P.M.Y. Smets et al. 2010).  Ils permettent 
également et mettre en avant les lésions subcliniques du rein lors de phénomènes infectieux, 







Tout comme la protéinurie et le RPCU, l’albuminurie, la concentration en RBP et l’activité en 
NAG urinaire peuvent varier en fonction de la présence d’autres anomalies dans l’analyse 
d’urine.  
En effet, à partir d’un certain seuil d’hématurie, c'est-à-dire 3 croix de sang à la bandelette, la 
concentration en RBP et l’albuminurie augmentent. L’activité en NAG reste constante 
(Pascale M. Y. Smets et al. 2010). 
De même il a été montré que les chiens présentant une pyurie ont plus de chance d’avoir une 
forte albuminurie (Rossi et al. 2012).  
La conjonction de l’hématurie avec la pyurie augmente également l’albuminurie  (Vaden et al. 
2004). 
Il est donc important de prendre en considération l’intensité de l’hématurie et de la pyurie 
d’un spécimen d’urine avant de conclure à l’augmentation d’albuminurie et de concentration 
en RBP afin d’éviter les faux positifs.  
 
1.4. L’influence du stress 
 
L’état de stress d’un animal peut avoir un effet sur l’analyse d’urine, en particulier sur la 
quantité de protéines urinaires isolées. Déterminer l’état de stress d’un animal est un défi pour 
la médecine vétérinaire, toutefois certaines situations sont plus à l’origine de stress que 
d’autres.  
Ainsi les chiens enfermés dans un environnement pauvre, comme des cages d’hospitalisation, 
pendant une certaine période, qui sont alors considérés comme stressés chroniques, ont un 
rapport adrénaline/créatinine urinaire qui est plus élevé que les chiens de propriétaires 
(Bodnariu. 2008). 
De plus, les chiens qui sont enfermés pour la première fois dans des cages d’hospitalisation 
ont un ratio cortisol/créatinine urinaire plus élevé que les chiens de propriétaires 
(Bodnariu.2008). 
Plus le stress est important (vaccination, examen orthopédique et hospitalisation de façon 
croissante), plus le ratio cortisol/créatinine urinaire augmente (van Vonderen, Kooistra, et 
Rijnberk 1998). 
Ces deux molécules sont connues pour être les molécules du stress. Ainsi, un stress chronique 






En ce qui concerne la protéinurie, les chiens dont le RPCU est effectué sur des urines 
collectées lors d’hospitalisation en cage est plus élevé que celui effectué sur des urines 
récupérées chez le propriétaire (MacCaw. 1985).  
De plus, une autre étude a montré que les animaux hospitalisés  avaient un RPCU plus 
important que celui d’animaux non hospitalisés à condition que ce RPCU soit déjà élevé et 
que l’animal soit déjà considéré comme protéinurique (RPCU >0.5) (Duffy, Specht, et Hill 
2015).  
Cette augmentation ne s’explique pas uniquement par la localisation de prélèvement de 
l’urine (hôpital ou domicile) mais serait plutôt due à l’addition de plusieurs facteurs 
situationnels qui entrainerait un stress plus important. 
Le stress provoque des changements dans la concentration d’adrénaline, de cortisol et dans la 
pression artérielle qui peuvent affecter temporairement la filtration glomérulaire ce qui 
pourrait expliquer le changement de RPCU.  
De plus, l’augmentation du cortisol urinaire avec le stress a également pour conséquence de 
diminuer la densité urinaire (van Vonderen, Kooistra, et Rijnberk 1998). 
 
2. L’influence du mode de prélèvement sur les résultats 
 
En médecine vétérinaire, il existe trois techniques différentes de prélèvement des urines.  
Celles-ci peuvent être collectées par cystocentèse c'est-à-dire par ponction directe de la vessie, 
par cathétérisation vésicale ou par miction spontanée. Lors d’une cystocentèse, après avoir 
visualisé la vessie au toucher ou grâce à la sonde d’échographie, celle-ci est ponctionnée à 
l’aide d’une aiguille puis l’urine présente dans la vessie est aspirée grâce à une seringue 
(Reine et Langston 2005). Lors d’une cathétérisation vésicale, après nettoyage de la zone uro-
génitale une sonde stérile est introduite dans le méat urinaire et coulisse dans les voies 
urinaires jusqu’à prélever de l’urine. Enfin, lors de prélèvement par miction spontanée les 
urines sont prélevées directement lors de la miction de l’animal à l’aide d’une barquette stérile 
tout en évitant le plus possible les contaminations.  
Ces trois techniques demandent des moyens différents. La cystocentèse requiert un personnel 
formé et efficace, ainsi qu’un animal calme ou sédaté. La cathétérisation  peut nécessiter une 
sédation de l’animal surtout pour les femelles. Enfin, la récolte par miction spontanée est la 
technique présentant le moins d’impératifs de moyens. Toutefois ces différentes voies de 








La bactériurie est définie chez le chien comme chez l’homme par la présence de bactéries 
dans les urines. Celles-ci sont normalement un milieu stérile.   
Toutefois, la présence de bactéries dans les urines peut ne pas être pathologique, mais 
uniquement être signe de contamination lors du prélèvement. C’est pour cela qu’en médecine 
vétérinaire comme en médecine humaine des seuils ont été décrits afin de déterminer si les 
bactéries isolées lors de la culture sont des bactéries pathogènes ou des bactéries issues de 
contamination.  
Les bactéries dont le comptage est inférieur à 10 000 UFC/mL sont considérées comme 
contaminantes, c'est-à-dire non pathogènes. Les comptages entre 10 000 et 100 000 UFC/mL 
sont considérés comme douteux et les comptages supérieurs ou égaux à 100 000 UFC/mL 
sont considérés comme infectés (Carter et al, 1978).    
Les bactéries les plus souvent isolées lors de culture d’urine chez le chien sont Escherichia 
coli, Proteus spp et Pseudomonas (Carter et al.1978).   
Toutefois, il faut préciser cette notion de seuil en fonction de la méthode de prélèvement.  
En effet, le prélèvement par miction spontanée présente une plus forte contamination et donc 
plus de faux positifs que la cathétérisation qui elle-même génère plus de contamination que la 
cystocentèse (Carter et al, 1978).  
La cystocentèse est la seule technique qui récupère directement les urines dans la vessie et qui 
évite la contamination par les bactéries de l’urètre, du prépuce et de la vulve. A contrario, les 
urines récoltées par miction spontanée ou cathétérisation sont riches en bactéries  
contaminantes et peuvent ne pas être représentatives des bactéries contenues dans les urines. 
Il est par ailleurs conseillé, lorsque l’on effectue une bactériologie sur urines prélevées par 
miction spontanée ou cathétérisation de le faire sur les urines de milieu de miction qui sont 
moins riches en bactéries cellules et débris contenues dans l’urètre, le prépuce ou la vulve 
(Reine et Langston 2005, Cormer et al. 1981). Cette contamination est surtout présente chez 
les femelles (Cormer et al. 1981) 
De plus, outre la contamination par les bactéries présentes dans la bas appareil urinaire, des 
contaminations bactériennes peuvent également survenir lors de prélèvement par miction 
spontanée à cause des souillures (féces ou poils) qui peuvent être présentes sur la zone uro-






La cystocentèse est donc la méthode la mieux adaptée à l’étude de la bactériurie (Carter et al. 
1978, Sørensen et al. 2016, ).  
Il faut toutefois bien maitriser la technique de la cystocentèse car une erreur de manipulation 
telle que la ponction du colon peut entrainer une contamination des urines entrainant un faux 
positif pour la bactériurie (Reine et Langston 2005). 
En fonction de ces différents stades de contamination, les seuils permettant d’identifier une 
infection urinaire ne sont donc pas semblables.  
Pour certains auteurs, le seuil varie donc en fonction du mode de prélèvement. Pour un 
prélèvement d’urines de chien prélevées par cystocentèse, aucune bactérie ne doit être 
cultivée.  
Pour le sondage urinaire, la limite supérieure est de 10 000 UFC /ml et pour la miction 
spontanée, cette limite est de 100 000 UFC/ml (MacLeay et Kohn 1998).  
En prenant en compte ces seuils, un diagnostic de bactériurie peut très bien être mis en place  
avec des urines prélevées par miction spontanée, le taux de faux positif pouvant aller de 4 à 
16 % selon les études (Sørensen et al. 2016, Carter et al. 1987) . 
Enfin, si de nouvelles analyses urinaires sont à effectuer, il faut éviter la cathétérisation 
vésicale surtout chez la femelle chez qui, dans 20 % des cas,  peut entrainer des infections du 




Des urines saines ne doivent normalement pas contenir de sang. Si elles en contiennent, ce 
sang peut être d’origine pathologique ou bien provenir d’une contamination iatrogène lors du 
prélèvement. Il est nécessaire de bien déterminer l’origine de cette hématurie afin d’affiner le 
diagnostic. La cystocentèse est le mode de prélèvement qui augmente le plus les chances 
d’avoir une hématurie iatrogène (Reine et Langston 2005, Huvé et al.2016). 
En effet, si lors du prélèvement l’aiguille traverse la vessie ou touche des vaisseaux adjacents 
à la vessie, de microhémorragies peuvent avoir lieu,  entrainant une hématurie iatrogène.  








2.3. Protéinurie et RPCU 
 
Les études concernant les résultats du RPCU en fonction du mode de prélèvement  sont 
contradictoires. Ces différentes études s’appuient sur la présence ou non d’un sédiment actif. 
Selon un auteur, en cas de sédiment inactif, les résultats de RPCU seront similaires que ce soit 
par cystocentèse ou par miction spontanée alors qu’ils ne seront pas identiques lors de 
présence d’un sédiment actif (Beatrice et al. 2010).  
Contradictoirement, d’autres études ont montré que, qu’il y ait ou non présence de sédiment 
actif, les résultats via les deux techniques de prélèvement étaient similaires  (Huvé et al.2016).   
Ces deux études doivent donc mener à la prudence en terme de conclusion lors de RPCU 
réalisées sur des urines prélevées par miction spontanée et présentant un sédiment actif. 
 
2.4. Albumine, retinol-binding-protein (RBP), N-acetyl-β-D-glucosaminidase urinaires 
 
Les différentes méthodes de prélèvement d’urine ne semblent pas affecter le dosage de ces 
trois marqueurs. En effet  il n’y a pas de différence significative entre la concentration en 
albumine, en NAG et en RBP des urines collectées pas cystocentèse et  par miction spontanée 
(P.M.Y. Smets et al. 2010). 
 
3. L’influence de la méthode de conservation du spécimen 
 
3.1. Délai d’analyse 
 
3.1.1. Protéinurie et RPCU 
 
Des urines dont le RPCU doit être déterminé peuvent rester 4 heures à température ambiante 
sans souffrir de modifications. A partir de 12 heures de stockage à température ambiante, le 
RPCU augmente jusqu’à être significativement différent du RPCU initial (Rossi et al. 2012). 
Cette augmentation de RPCU est due à l’augmentation des protéines dans les urines et non à 






La stabilité du RPCU pendant 4 heures à température ambiante ne dépend ni du mode de 
prélèvement, ni de la présence ou non de sédiment actif. De même son augmentation à partir 
de 12 heures post-prélèvement ne dépend pas de ces facteurs (Rossi et al. 2012). 
A 4°C (conservation au réfrigérateur), le RPCU augmente au bout de 12 heures après le 
prélèvement. Toutefois, cette augmentation est moindre par rapport à la conservation à 
température ambiante.  
Enfin, à -20 °C (conservation au congélateur), le RPCU reste stable jusqu’à une semaine après  
prélèvement (Rossi et al. 2012). 
Il est donc nécessaire de varier les lieux de stockage en fonction des délais de réalisation du 
RPCU : si celui-ci peut être effectué dans les 4 heures suivant le prélèvement, les urines 
peuvent être stockées à température ambiante ou à 4°C, si le délai est plus long il convient de 
les conserver à -20 °C.  
 
3.1.2.  Bactériurie 
 
L’urine est un bon milieu de culture. Un délai excessif entre les prélèvements d’urine et les 
analyses bactériologiques peut amener à une augmentation de la bactérirurie. 
Pour empêcher les faux positifs il est conseillé de faire l’analyse d’urine et la bactériologie 
juste après avoir récupérer le prélèvement.  Toutefois peu de cliniques ont le matériel 
nécessaire pour effectuer l’analyse urinaire et bactériologique dans leurs locaux. Les urines 
doivent la plupart du temps être envoyées dans des laboratoires spécialisés subissant un délai 
conséquent entre le prélèvement et l’analyse.  
Le délai le plus souvent conseillé entre le prélèvement et l’analyse est de 2 heures à 
température ambiante (Hindman, Tronic, et Bartlett 1976). Toutefois certaines études ont 
montré que les résultats de  bactériologie urinaire étaient stables au bout de 4 heures après le 
prélèvement (Jefferson et al. 1975). 
Il est donc fondamental d’effectuer l’analyse bactériologique le plus rapidement après 
prélèvement. Un délai de 4 heures est toutefois acceptable, et les résultats pourront être 










L’enjeu principal de l’analyse des cristaux urinaire est d’avoir une bonne spécificité et 
d’éviter la formation de néo cristaux, qui se forment in vitro et qui ne sont pas présents in 
vivo. L’identification de ces néo cristaux est primordiale afin d’éviter les faux positifs.  
La durée d’attente entre le prélèvement et l’analyse a une conséquence sur la formation de 
cristaux in vitro.  
En effet, plus le délai d’attente est long, plus les cristaux formés in vitro sont importants, que 
ce soient les cristaux de struvites ou d’oxalates de Calcium. Il est donc conseillé d’analyser 
les urines au plus vite afin d’éviter la formation de ces cristaux qui sont des artefacts et qui ne 
sont pas représentatifs de la cristallurie initiale (Albasan et al. 2003).  
Cependant, malgré la formation de ces néo-cristaux,  le pH urinaire reste stable quand les 
urines sont conservées à température ambiante ou à 4°C et ce jusqu’à 12 heures (Albasan et 
al.2003).  
La formation de ces néo cristaux n’est donc pas due à l’évolution du pH urinaire. 
 
3.1.4. Densité urinaire  
 
La densité urinaire des urines collectées par miction spontanée, dans un  récipient adéquat 
(type barquette stérile) et conservées dans une seringue n’évolue pas au cours du temps que ce 
soit à température ambiante ou à 4°C (Steinberg, Drobatz, et Aronson 2009, Albasan et al. 
2003). Toutefois si ces urines ont été prélevées grâce à une litière non absorbante ou à l’aide 
d’une alaise, la densité urinaire aura tendance à augmenter avec le délai de stockage  
(Steinberg, Drobatz, et Aronson 2009). 
 
3.1.5. Albumine, retinol-binding-protein (RBP), N-acetyl-β-D-glucosaminidase 
urinaires 
 
En ce qui concerne la détermination de la concentration en albumine et en RBP, celles-ci 






contrario, pour déterminer une activité en NAG, la congélation n’est pas la meilleure solution 
car son activité diminue à partir de 4 mois post congélation (Pascale M. Y. Smets et al. 2010). 
Ces délais de congélation sont importants et à prendre en considération car, l’analyse de ces 
variables n’étant pas disponible dans de nombreux laboratoires, il faut pouvoir conserver les 
spécimens d’urine jusqu’à l’analyse, ou du moins déterminer les conditions pré-analytiques 
adaptées.  
 
3.2. Température de conservation  
 
La plupart du temps, les urines qui ne sont pas analysées immédiatement, sont conservées au 
réfrigérateur à 4 °C ou encore sont congelées à -20 °C.  
 
3.2.1. Protéinurie et RPCU 
 
Les concentrations de certains constituants des urines peuvent varier en fonction de la 
température de stockage de ces urines.  La concentration en protéine urinaire est d’autant plus 
stable que la température de stockage de ces urines est basse. Des urines stockées à -20 °C ont 
une concentration en protéine plus stable que celles stockées à 4 °C qui elles-mêmes ont une 
concentration plus stable que celles stockées à température ambiante (Rossi et al. 2012). 
Toutefois malgré cette instabilité de la protéinurie à température ambiante, le RPCU  reste 
constant quel que soit la température de stockage. En effet, le RPCU d’une urine stockée à 
température ambiante et d’une urine stockée à 4 °C reste la même jusqu’à 12 heures et jusqu’à 
3 mois si celle-ci est stockée à -20 °C (Rossi et al. 2012). Le fait de réaliser un ratio de la 
protéinurie sur la créatininurie permet de moduler les variations de la protéinurie.  
 
3.2.2. Albumine, retinol-binding-protein (RBP), N-acetyl-β-D-glucosaminidase 
urinaires 
 
L’albumine, le retinol-binding-protein et le N-acetyl-β-D-glucosaminidase étant des protéines, 
leur concentration et activité diminuent avec le temps comme expliqué précédemment. Pour 
éviter cette diminution de leur concentration et activité,  les urines peuvent être conservées à 






Des urines peuvent être conservées 5 mois à -20 °C et 12 mois à -80 °C sans que la 
concentration en albumine ne diminue (Pascale M. Y. Smets et al. 2010; Brinkman et al. 
2005) bien que certains auteurs ne conseillent pas la congélation a -20°C qui entrainerait une 
diminution de la concentration et des faux négatifs (Schultz et al. 2000).  
Afin que l’albumine urinaire soit le plus stable possible il est conseillé de centrifuger les 
urines avant stockage à -20 °C (Brinkman et al. 2005). 
Au-delà de 5 mois, la concentration en albumine urinaire décline et n’est plus représentative 
de la valeur initiale, surtout pour les faibles concentrations initiales. Cette diminution est 
expliquée par la formation de précipitats qui piègent les molécules d’albumine lors de la 
variation de pH des urines qui accompagne la congélation et la décongélation (Brinkman et al. 
2005; Saetun, Semangoen, et Thongboonkerd 2009). Centrifuger  ces urines, après 
décongélation permet la destruction des néo sédiments et  permet donc d’obtenir la même 
concentration en albumine que celle obtenue sur des urines fraiches (Saetun, Semangoen, et 
Thongboonkerd 2009). 
Cette conservation est également vraie pour le RBP.  Plus la température de stockage est 
faible,  plus le RBP urinaire est conservé (Pascale M. Y. Smets et al. 2010), cette conservation 
peut aller jusqu’à 7 mois à -80°C (Schultz et al. 2000).  
Cependant à -20°C,  température normale de congélation des urines, la concentration en RBP 
est sous-estimée de 20 % (Schultz et al. 2000). Ceci est du au fait que lors de la congélation, 
deux phases se forment, une phase composée d’eau solide uniquement et une autre phase 
hautement concentrée qui contient toutes les protéines. Cette solution est appelée solution 
eutectique. Lors de la congélation, la phase aqueuse se solidifie, mais l’autre phase a une 
température de solidification bien inférieure à -20°C,  les protéines contenues dans cette phase 
sont donc exposées à une solution hautement concentrée en sel qui va attaquer ces protéines et 
donc entrainer une diminution de la concentration de celles-ci.  
Enfin, et contrairement à ce qui a été montré par les autres auteurs, il semblerait que plus les 
urines  sont concentrées, plus la perte de protéine est importante (Schultz et al. 2000). 
En ce qui concerne le NAG, cette enzyme n’est ni conservée à température ambiante, ni a 4 
°C ni à -20°C (Pascale M. Y. Smets et al. 2010) mais peut être conservée à -80 °C (Schultz et 
al. 2000).  
En conclusion, afin de permettre une meilleure correspondance entre la concentration en 
protéine obtenue et celle in vivo, il est conseillé d’effectuer les analyses sur des urines 









Afin d’éviter les faux positifs et les faux négatifs il est conseillé de faire l’analyse 
bactériologique urinaire juste après avoir récupéré le prélèvement d’urine. En effet, la quantité 
de bactérie contenue dans les urines maintenues à température ambiante double toutes les 20 à 
45 minutes (Rowlands et al. 2011). 
Toutefois, peu de cliniques disposent du matériel nécessaire pour effectuer l’analyse 
bactériologique dans leurs locaux. Les urines doivent la plupart du temps être envoyées dans 
des laboratoires spécialisés et doivent être stockées au préalable. Dans la plupart des 
situations, les urines sont stockées au réfrigérateur à -4°C pendant l’attente, ceci pour éviter la 
croissance des cultures bactériennes présentes initialement dans les urines. 
A température ambiante, seuls 34 % des spécimens d’urine sont stables au niveau du 
comptage bactériologique, 4 % voient leur colonie multipliée par 10, 4% par 100, 23% par 
1000 et  7% par 10 000 (Padilla et al. 1981).  
Au total, 50% des spécimens sont faussement positifs.  
Quand les spécimens sont stockés à 4 ° C, les changements sont moins importants. Après 24 h 
de réfrigération, 65 % des spécimens ont une culture bactérienne similaire à la culture initiale. 
Les autres pour la plupart ont vu une diminution de leur culture après 24 h de réfrigération 
tout en  restant dans le même ordre de grandeur et donc ont une même  interprétation de la 
bactériologie urinaire  (Padilla et al. 1981, Jefferson et al. 1975). Seul 10 % des cultures 
présentent des faux positifs après 24 heures de stockage à  4 °C. 
Enfin, quel que soit la souche isolée, les bactéries les plus souvent isolées ont une culture 
bactérienne stable a 4°C. Les cultures d’Escherichia coli, Pseudomonas aeruginosa, Klebsiella 
aerogenes, Proteus mirabilis, Micrococcus subgroup 3, and Streptococcus faecalis restent en 
effet stables pendant 72 h de stockage à 4° (Watson et al. 1977). 
Il est donc recommandé, s’il n’est pas possible d’effectuer la bactériologie urinaire dans les 




Afin d’éviter la formation de néo-cristaux urinaires in vitro, il faut se placer dans des 






Le stockage à température ambiante a moins de conséquence sur la cristallurie que le stockage 
à 4°C. Plus la température de stockage est faible, plus la formation de néo-cristaux est 
importante (Albasan et al. 2003; Sturgess et al. 2001). 
En effet, lors de la réfrigération, la solubilité diminue, le prélèvement est alors plus saturé ce 
qui mène à la précipitation de cristaux qui n’étaient pas présents in vivo. Remettre en 
suspension et réchauffer un prélèvement stocké à 4°C ne permet pas de dissoudre les néo 
cristaux (Sturgess et al. 2001).  
Il faut donc éviter le refroidissement pour  objectiver une cristallurie. 
Si toutefois la réfrigération à 4°C est obligatoire, une cristallurie supérieure à 1 000 critaux / 
mL est souvent associée à une cristallurie in vivo. 
La congélation à -20 °C entraine la formation de néo-cristaux. En effet, une congélation 
pendant 24 heures des urines augmente la quantité des différents types de sédiments 
macroscopiques dans le culot urinaire : on y retrouve des cristaux d’oxalate de calcium ou des 
cristaux de calciums amorphes en plus grand nombre (Saetun, Semangoen, et Thongboonkerd 
2009). 
De même la congélation à -70 °C entraine également la formation de ces cristaux.  
Il est donc recommandé pour l’étude de la cristallurie de l’effectuer sur des urines conservées 
à température ambiante.  
 
3.3. Ajout d’un conservateur  
 
L’un des grands enjeux de l’analyse d’urine par rapport à la bactériurie est de conserver un 
ordre de grandeur de bactéries qui reste constant dans le temps. En médecine humaine, afin 
d’éviter l’augmentation de la population bactérienne, des conservateurs peuvent être ajoutés 
aux urines si celles-ci ne peuvent pas être analysées dans un bref délai après le prélèvement.  
Les urines non préservées dans un conservateur, présentent une bactériurie beaucoup plus 
importante que des urines fraiches avec ou sans conservateurs, le nombre de faux positifs sur 
ces urines peut atteindre 46 % après 24 heures et 65 % après 48 heures (Perrin et Nicolet 
1992) 
L’un des premiers conservateurs d’urine est le « dip-inoculum transport medium outfit » 






Ce milieu pauvre en électrolyte empêche le développement des bactéries dans les urines 
(Porter et Brodie 1969) mais est sélectif pour certaines bactéries, et n’inhibe entre autre pas  le 
développement des Proteus.  
De plus, cette technique présente certains désavantages par rapport à la lecture des colonies 
bactériennes : elle ne permet qu’une petite surface de lecture ce qui pose un problème surtout 
pour les cultures poly bactériennes et la manipulation des contenus plastiques lors de la 
lecture peut entrainer une augmentation artificielle  du nombre de colonie bactérienne et 
amener à des faux positifs (Meers et Chow 1990). 
Un autre conservateur lui a donc été préféré : l’ajout d’acide borique dans les urines.  
Chez l’homme, l’ajout d’acide borique à une concentration de 1.8 % (18 g/L), permet  
d’empêcher le développement des micro-organismes présents dans l’urine et donc de 
conserver le nombre et le type de micro-organismes présents initialement dans le spécimen 
pendant 48 h à température ambiante (Porter et Brodie 1969; Perrin et Nicolet 1992) 
Chez le chien et le chat également, l’acide borique agit comme un conservateur chimique en 
ayant un rôle bactériostatique et en empêchant le développement des bactéries contaminantes 
et donc les faux positifs (Rowlands et al. 2011).  
L’intérêt principal de l’acide borique est son activité bactériostatique à une concentration 
entre 10 et 20 g/L. Toutefois, dès que la concentration est supérieure à 20 g/L l’acide borique 
a un effet bactéricide non recherché entrainant des faux négatifs (Meers et Chow 1990). 
Si les urines sont conservées à température ambiante dans de l’acide borique à 1.8 %, les 
cultures des différentes bactéries restent stables pendant 72 h sauf celles de Pseudomonas 
aeruginosa et certaines souches d’Escherichia Coli qui diminuent significativement au bout de 
24 heures (Watson et Duerden 1977). Toutefois, lors d’infection du tractus urinaire dû à  
Escherichia Coli, la concentration de ces dernières est telle que même si une diminution de 
concentration a lieux au bout de 24 heures, la culture reste positive (Watson et Duerden 
1977). 
D’autres bactéries sont sensibles à l’ajout d’acide borique comme les Proteus et les Klebsiela 
(Porter et Brodie 1969). 
Certaines études montrent toutefois que la lecture d’une culture bactérienne d’urines 








Il y a donc beaucoup de faux négatifs pour des cultures qui sont douteuses entre 10^4 
UFC/mL et 10^5 UFC/mL (Guenther et Washington 1981). 
Il est donc non recevable d’effectuer un suivi d’antibiothérapie suite à une infection de tractus 
urinaire avec des urines conservées par de  l’acide borique (Guenther et Washington 1981). 
Enfin, l’utilisation d’acide borique n’entraine aucune variation de la concentration en 
albumine ou en sucre des urines, l’hématurie et la pyurie ainsi que le pH urinaire restent 
constants. En dehors des bactéries, l’acide borique n’a aucun effet sur l’analyse d’urine 
(Porter et Brodie 1969) 
D’autres conservateurs sont utilisés mais moins efficaces. Par exemple l’ajout de 3mL d’une 
solution de 30% NaCI-3 % polyvinylpyrrolidone (PVP) mélangées à 7 mL d’urines permet la 
conservation des urines humaines pendant 4 à 6 jours à température ambiante sans 
changement significatif de la flore (Amies et al. 1971). Toutefois d’autres études ont montré 
que l’ajout de ce conservateur n’était pas une solution optimale pour la conservation des 
urines. En effet, ce conservateur n’a pas d’activité bactériostatique pour des bactéries 
naturellement tolérantes au sel comme Micrococcus sous-groupe 3 et a un effet bactéricide 













DEUXIEME PARTIE : ETUDE VISANT A EVALUER LES 
MODIFICATIONS DU RPCU, DE LA CYTOLOGIE ET DE LA 
BACTERIOLOGIE DANS LES URINES DE CHIENS PRELEVEES PAR 
MICTION SPONTANEE APRES REFRIGERATION  
 
1. Matériel et méthode 
 
1.1. Protocole expérimental 
 
1.1.1. Animaux utilisés 
 
1.1.1.1. Critères d’inclusion 
 
Cette étude a été réalisée sur des chiens ayant été hospitalisés ou présentés en consultation à 
l’Ecole Nationale Vétérinaire de Toulouse entre Octobre 2016 et Avril 2017. Au préalable, les 
animaux ont été inclus uniquement après complète information du propriétaire et la signature 
du « Formulaire de consentement éclairé » (Annexe 1). Durant cette période, tout chien 
présenté aux consultations de l’ENVT nécessitant pour raison médicale (investigation d’une 
maladie rénale ou avec potentielle implication rénale) une analyse d’urine complète ou tout 
chien appartenant à un propriétaire désireux de participer à cette étude a pu être intégré dans 
cette étude.  Les chiens ayant été inclus dans l’étude sont donc à la fois des chiens présentant 
potentiellement des anomalies de l’analyse d’urine et d’autres dont aucun signe clinique 
n’indiquait une anomalie de celle-ci.  
Les animaux n’ont pu être prélevés que les mardis et mercredis avant 10 h afin de se 
coordonner avec l’activité du laboratoire 
 
1.1.1.2. Critère d’exclusion 
 
En ce qui concerne le choix des animaux, aucun critère d’exclusion n’a été déterminé. 
Toutefois les animaux dont les prélèvements étaient inférieurs à 8 mL ont du être retirés de 
l’étude par manque de substrat pour les analyses. De même, les chiens dont les urines ont été 







Le but de l’étude étant de déterminer l’effet du délai d’analyse des urines, un délai maximal 
de 2 heures a été imposé entre le prélèvement et l’analyse des urines. Un délai supérieur à 
cette limite entraine l’exclusion de l’animal de  l’étude.  
 
1.1.1.3. Préparation des chiens sélectionnés 
 
Durant toute la période d’expérimentation, trois chiens maximum ont été inclus dans l’étude 
les mardis et mercredis matins avant 10h.  
Chaque animal inclus dans l'étude a une fiche d'accompagnement de prélèvement (sur laquelle 
est inscrit le nom du propriétaire, son nom d’usage, son numéro d'identification ENVT, son 
numéro d’identification pour l'étude, la raison pour laquelle il est hospitalisé ou vient en 
consultation ainsi que ses antécédents médicaux urinaires) et une fiche d'analyse (sur laquelle 
n’est mentionné que son numéro d'étude) visibles en Annexes 2 et 3. 
Les chiens ont été identifiés de la façon suivante : «PUMA X »,  X déterminant le  numéro 
d’inclusion dans l’étude. Les animaux prélevés qui n’ont pas pu être inclus ont gardé leur 
identification afin d’être répertoriés. Pour préserver l'anonymat, seule l’identification par le 
numéro de l'étude est présente sur les résultats d'analyses. 
Avant collection de l’urine, les voies uro-génitales externes ont été nettoyées soigneusement à 
l’aide d’un papier mouillé avec de l’eau tiède, que ce soit la vulve pour les femelles ou le 
pénis extériorisé pour les mâles. Le maximum de poils ou de souillures environnementales est 
retiré grâce à ce nettoyage. 
 
1.1.1.4. Prélèvement d’urine 
 
L’urine de chaque chien est prélevée par miction naturelle après nettoyage soigneux des voies 
uro-génitales externes.  
L’urine est récoltée à l’aide d’une barquette (Caissipack®) en limitant le contact avec les poils 
de l’animal ainsi qu’avec toute autre contamination externe. En cas de contamination majeure 
entrainant une modification macroscopique, le spécimen est jeté. Un volume minimum total 










1.1.2. Etapes pré-analytiques 
 
1.1.2.1. Préparation des urines  
 
Immédiatement après le prélèvement, 2x1mL d’urine sont placés dans deux tubes secs sans 
additif (Tube BD Vacutainer sans additif, BD Diagnostics, Le Pont de Claix, France) pour 
l’analyse bactériologique urinaire. Le tube pour analyse immédiate est  alors identifié 
« PUMA  X » suivi de la mention « T0 », tandis que le deuxième tube sec est identifié  
« PUMA  X » suivi de la mention « T0+24h ». Les deux tubes sont ensuite portés au 
Laboratoire Biolab Avenir accompagnés de l’ordonnance spéciale de bactériologie (Annexe 
4). 
Par la suite, 3 tubes de 1,5 ml Eppendorf classiques® sont remplis d’urine, préalablement 
identifiés « PUMA X », suivi de la mention « I » pour analyse immédiate ou de la mention 
« 4-6 » ou «22-26 » pour analyse après 4 à 6h ou 22 à 26h après réfrigération.  
Les tubes sont identifiés et portés au Laboratoire Central de l’ENVT  pour analyse.  
 
1.1.2.2. Délai et conservation entre la collecte et l’analyse 
 
Les analyses sont effectuées dans deux laboratoires différents. Les cytologies et RPCU sont 
effectués au laboratoire Central de l’ENVT, les bactériologies sont effectuées au Laboratoire 
Biolab Avenir.  
Un délai maximal de 2h est respecté entre collecte et analyse directe par la Laboratoire 
Central de l’ENVT.  
Les tubes secs destinés à l’analyse bactériologique immédiate sont portés dans un délai de 2h 
au Laboratoire Biolab Avenir comme habituellement pour un ensemencement immédiat et 24 
h après arrivée du prélèvement.  
Les spécimens d’urine destinés aux analyses différées sont mis dans un réfrigérateur sont la 
température est contrôlée et stable à +4°C dans l’heure suivant la collecte. 
Pour ce qui est de la bactériologie, les spécimens sont également conservés dans un 










Les tubes Eppendorf classiques® remplis d’urine sont centrifugés immédiatement, 4h à 6h 
après réfrigération ou 22h à 26h après réfrigération. Ils sont centrifugés avec la centrifugeuse 
ROTOFIX 32A (Andreas HettichGmbH and Co. KG D- 78532 Tuttlingen) à 1500 tours/min 
(RCF=250g) pendant 5 minutes (rayon de centrifugation = 10.00 cm ; 13.5 – 3.5 ; référence 
des godets : 1741). Le surnageant est utilisé pour préparer les spécimens liquides. 
 
1.1.2.4. Extraction du surnageant et préparation des spécimens liquides 
 
L’extraction du surnageant se fait à l’aide de pipettes à usage unique « pastette » (Pipette 
pasteur plastique pointe fine, Copan, Brescia, Italia).  L’extraction du surnageant est effectuée 
avec précaution afin d’éviter une remise en suspension prématurée du sédiment. 
Le surnageant est réparti dans un Eppendorf classique® préalablement identifié « PUMA X », 
suivit de la mention « I » pour analyse immédiate ou de la mention « 4-6 » ou «22-26 » pour 
analyse après 4 à 6h ou 22 à 26h après réfrigération.  
 
1.1.2.5. Remise en suspension du sédiment 
 
Une autre « pastette » est utilisée après l’extraction du surnageant pour la remise en 
suspension du sédiment du spécimen destiné à l’analyse cytologique. 
L’extraction du surnageant et la remise en suspension du sédiment se font au dernier moment, 
c'est-à-dire immédiatement après remplissage des différents tubes Eppendorf®. La remise en 
suspension du sédiment est réalisée par une alternance de pressions-dépressions lentes de la 
pipette plongée dans l’urine résiduelle.  
L’horaire de répartition du surnageant est reporté sur la feuille analytique et est assimilé à T0. 












1.1.3. Etapes analytiques 
 
1.1.3.1. Bandelette urinaire 
 
Une analyse chimique est réalisée pour chaque animal au moyen d’une bandelette urinaire 
(Multistix 10, Bayer, Siemens). Toutes les plages de réactif de la bandelette sont imbibées une 
à une au moyen de l’urine native. La bandelette est ensuite égouttée pour éliminer l’excédent 
d’urine en veillant qu’aucun mélange de réactif n’ait lieu. La lecture a lieu 70s à 110s après 
imbibition des réactifs. Les résultats donnés par la bandelette sont notés sur la fiche analytique 
correspondante à l’animal (annexe 3). 
 
1.1.3.2. Densité urinaire 
 
Une goutte des urines natives est utilisée pour la mesure de la densité urinaire au moyen d’un 
refractomètre optique Atago T2-NE (Atago Co. Ltd., Tokyo, Japan), dont l’étalonnage au 
moyen d’eau distillée est réalisé chaque jour. La valeur obtenue est consignée dans la fiche 
analytique. 
 
1.1.3.3. Examen cytologique du sédiment 
 
Une goutte (environ 6 µL) du sédiment remis en suspension est transférée sur une lame 
(lames à bords coupés et à plage dépolie (Thermo Scientific Menzel-Gläser) et recouverte 
d’une lamelle (lamelles 22 x 22 mm (Menzel-Gläser)). 
L’examen cytologique est réalisé au moyen d’un microscope Nikon Eclipse E200 avec les 
objectifs correspondants :  x10, x20, x40. L’intensité lumineuse, la fermeture du diaphragme 
et la descente du condensateur sont réglés à leur maximum. 
 
 
1.1.3.3.1. Analyse préliminaire au faible grossissement 
 
Une première analyse semi-quantitative du spécimen se fait au faible grossissement (10x) 
dans le but d’apprécier la richesse du prélèvement et la présence éventuelle et la 






intégralité en faisant varier la vis micrométrique afin d’effectuer un premier tri entre les 
éléments d’intérêt (cellules, cristaux, cylindres) et les artéfacts de préparation (bulles, débris 
de verre, fibres ou poils) 
 
1.1.3.3.2. Analyse au fort grossissement 
 
Dix champs distincts sont sélectionnés en prenant soin d’éviter leur chevauchement afin de ne 
pas compter plusieurs fois le même élément. 
Sur chacun des champs, les éléments d’intérêt sont dénombrés individuellement et relevés 
dans une colonne du tableau (tableau 3 ci-dessous) qui sert de modèle pour toutes les analyses 
microscopiques de l’étude. Une moyenne sur les dix champs est effectuée à la fin de 
l’examen. Cette moyenne M, constituera la donnée brute exploitée par la suite. 
























Cristaux (x100)           
Hématie (x400)           
Leucocytes 
 (x 400) 
          
Cylindres 
(x100) 
          
Bactéries           
Spermatozoïdes           
Cellules 
épithéliales 
          









1.1.3.3.3. Bactériologie  
 





Le RPCU est déterminé: 
- Immédiatement pour les spécimens « PUMA  X, I» 
-  Entre 4h et 6h après réfrigération pour les spécimens « PUMA  X, +4, 4-6 » 
- Entre 22h et 26h après réfrigération pour les spécimens « PUMA X, +4, 22-26» 
 
Le RPCU est mesuré avec l’analyseur Indiko Plus (ThermoFisher Scientific). 
La créatinine urinaire est mesurée par la méthode de Jaffé et les protéines urinaires par la 
méthode au rouge pyrogallol avec les réactifs de Thermo Scientific. 
Les valeurs des protéines et créatinine urinaires sont reportées sur la feuille analytique. Le 
ratio protéines urinaires / créatinine urinaire (RPCU) est ensuite calculé et sa valeur du RPCU 
est reportée sur la fiche analytique correspondante. 
 
 
1.1.4. Contrôle qualité  
 
L’analyseur « Indiko Plus » est contrôlé chaque jour d’analyse par la personne qui réalise les 
mesures de RPCU. Les analyses ne sont pas programmées tant que la règle de Westgard 12s 















1.2. Schéma récapitulatif 
 
 
Figure 4 : Schéma récapitulatif de l’expérience 
 
1.3. Analyses statistiques  
 
Les résultats ont été traités par le logiciel statistique SYSTAT V13. Les données 
épidémiologiques ainsi que les résultats ont été décrits, pour les résultats normalement 
répartis, grâce à leur moyenne associée à leur déviation standard et pour les résultats non 












2.1.1. Chiens inclus dans l’étude  
 
Soixante chiens ont été inclus dans l’étude relative au RPCU et à la cytologie urinaire sur une 
période allant du 20/10/2016 au 27/04/2017.  
Cinquante-quatre chiens ont été inclus dans l’étude relative à la bactériologie urinaire sur une 
période allant du 20/10/2016 au 27/04/2017.  
Les caractéristiques épidémiologiques de ces animaux ne suivant pas une  répartition normale, 
elles ont été décrites à l’aide de leur médiane associée à leur minimum et maximum.  
 
2.1.1.1. Age des chiens inclus dans l’étude  
 
L’âge des chiens inclus dans l’étude a pour médiane 5,6 ans avec un minimum à 0,17 ans (soit 
2 mois) et pour maximum 16,16 ans (soit 16 ans et 2 mois).  
 
 



















2.1.1.2. Sexe des chiens inclus dans l’étude  
 
Sur les soixante chiens étudiés, 33 sont des mâles entiers, 11 des femelles stérilisées, 8 des 
femelles stérilisées et 8 des mâles castrés.   
 
Figure 6 : Répartition des sexes des chiens étudiés 
 
2.1.1.3. Gabarit des chiens inclus dans l’étude  
 
Les chiens sont répartis en trois types de gabarits : 
- Le gabarit 1 correspond aux chiens de moins de 10 kg 
- Le gabarit 2 correspond aux chiens dont le poids est entre 10 et 30 kg  
- Le gabarit 3 correspond aux chiens de plus de 30 kg   
Sur les soixante chiens étudiés, 9 chiens appartiennent au gabarit 1, 36 appartiennent au 
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Figure 7 : Répartition des gabarits des chiens étudiés 
 
Parmi les 9 chiens du gabarit 1, 3 sont des femelles entières, 5 des mâles entiers et 1 chienne 
stérilisée. 
Parmi les 36 chiens de gabarit 2, 17 sont des mâles entiers, 9 sont des femelles stérilisées, 6 
sont des mâles stérilisés, et 4 sont des femelles entières.  
Parmi les 15 chiens de gabarit 3, 11 chiens sont des mâles entiers, 2 chiens sont des mâles 
stérilisés, 1 est une chienne entière et 1 est une chienne stérilisée. 
 
2.1.1.4. Affection des chiens inclus dans l’étude  
 
Parmi les 60 chiens inclus dans l’étude, 3 étaient volontaires et à priori sains et les 57 autres 
étaient hospitalisés au service de médecine interne, d’urgence et  soins intensifs, de chirurgie 
ou d’ophtalmologie de l’Ecole Nationale Vétérinaire de Toulouse.  
Parmi ces 57 chiens malades, 13 présentaient des affections du tractus uro-génital et 44 ne 
présentaient pas à priori d’affections uro-génitales.  
Chez ces 13 chiens, 2 animaux présentaient des troubles uro-génitaux d’origine infectieuse, 5 
chiens présentaient des calculs, 5 chiens présentaient des néphropathies et 1 chien présentait 
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Origine du trouble  Effectif  Affections  
Calculs 5 Calculs vésicaux (2) 
Calculs pyéliques 
Calculs urétéraux (2) 
Néphropathie  5 Symdrome néphrotique (2) 
Glomérulopathie 
Maladie rénale chronique (2) 
Infectieuse  2 Pyomètre  
Leptospirose 
Idiopathique  1 Hématurie essentielle 
Tableau 4 : Répartition des troubles uro -génitaux des animaux atteints 
 
Parmi les 44 chiens qui ne présentaient pas de troubles uro-génitaux, 10 ont été présentés pour 
des plaies, des traumatismes,  6 présentaient des affections tumorales, 5  des affections ostéo-
articulaires, 6  des maladies infectieuses, 5  des maladies endocriniennes, 4  des affections 
inflammatoires chroniques, 2  des affections comformationnelles, 2 des affections 



















Origine Effectif Affection  




processionnaires  (2)  
Tumorale  6 Mastocytome  (3) 
Sarcome  (2) 
Chondrosarcome nasal  





Ostéo-articulaire  5 Arrachement des ligaments 
croisés 
Dysplasie coudes  
Luxation rotule  
Fractures  
Polyarthrite  
Endocriniennes  5 Diabète sucré (3)  
Syndrome de Cushing (2) 
Inflammatoire chronique  4 Entéropathie exsudative (3) 
Rhinite chronique  
Conformationelles  2 Déformation chanfrein  
Radius curvus 
 
Neurologiques  2 Epilepsie essentielle (2) 
Ophtalmologique 2 Cataracte bilatérale (2) 
Auto-immune  2  Anémie hémolytique à 
médiation immune (2) 
Tableau 5 : Répartition des troubles non uro-génitaux des animaux malades 
 
2.1.2. Chiens exclus de l’étude  
 
Deux animaux ont été retirés de l’étude globale lors du déroulement de celle-ci.  
Le premier PUMA 22 a été retiré de l’étude car la quantité d’urine récoltée par miction 
spontanée était inférieure à 8 mL, celle-ci n’étant pas suffisamment importante pour effectuer 






Le second PUMA 55 a été retiré de l’étude car le délai nécessaire à l’acheminement au 
laboratoire central de l’ENVT était supérieur au délai préalablement déterminé dans le 
protocole (2 heures).  
Quatre autres chiens ont été retirés partiellement de l’étude, au vu de l’absence de résultats de 
la bactériologie du laboratoire Biolab Avenir.  Celle-ci est due pour certains animaux à  un 
délai d’acheminement trop important (supérieur à 2 heures) et pour d’autres à l’absence totale 
de résultats par perte des prélèvements.  Les chiens concernés sont PUMA 50, PUMA 52, 
PUMA 59 et PUMA 60.  
Ces animaux n’ont toutefois pas été écartés de l’étude du RPCU et de la cytologie urinaire, les 
prélèvements ayant été acheminés dans les temps au laboratoire central de l’ENVT.  
 
2.2. Résultats de l’analyse d’urine  
 
2.2.1. Résultats de l’analyse d’urine à T0 
 
2.2.1.1. Densité urinaire  
 




- 1.024 1.000 – 1.050 
Tableau 6 : Répartition des résultats de densité urinaire à T0 
 

















Le pH obtenu à l’aide des bandelettes colorimétriques a pour médiane 6.75 avec pour 




Parmi les 60 chiens testés, 54 ne présentaient pas de croix de glucose à la bandelette urinaire, 
3 en avaient une, 0 en avaient 2 et 3 en avaient 3. 
 
2.2.1.2.3. Bilirubine  
 
Parmi les 60 chiens testés, 47 n’avaient pas de croix de bilirubine à la bandelette urinaire, 7 
avaient une croix, 2 avaient deux croix et 4 avaient 3 croix. 
  
2.2.1.2.4. Corps cétoniques 
 





Parmi les 60 chiens testés, 51 n’avaient pas de croix de sang à la bandelette urinaire, 2 avaient 










Parmi les 60 chiens testés, 15 n’avaient pas de croix de protéine à la bandelette urinaire, 30 









Parmi les 60 chiens, aucun n’avait de croix de nitrite. 
2.2.1.2.9. Leucocytes  
 
Parmi les 60 chiens testés, 55 ne présentaient pas de croix de leucocytes à la bandelette 
urinaire, 0 avait 1 croix de leucocyte, 2 avaient 2 croix et 3 avaient 3 croix. 
 
2.2.1.3. Créatininurie / Protéinurie / RPCU / Stade IRIS  
 
Les résultats de la créatininurie, de la protéinurie et du RPCU à T0  sont retranscrits dans le 
tableau suivant.  
Variable Unité  Médiane  Minimum – Maximum  
Protéinurie mg/L  121.00 10.000 - 5433.0 
Créatininurie mg/L 981.55 169.80 - 4893.5 
RPCU - 0.12 0.01 - 12.1 







En ce qui concerne les stades IRIS, sur les 60 chiens étudiés, 39 étaient de stade IRIS NP (non 
protéinurique), 6  de stade BP (border line) et 15 de stade P (protéinurique). 
Les résultats de la créatininurie, de la protéinurie et du RPCU à T0 en fonction du stade IRIS 
sont retranscrits dans le tableau suivant.  
Tableau 8 : Répartition des résultats de la protéinurie, de la créatininurie et du RPCU à T0 en fonction du 
stade IRIS 
 
2.2.1.4. Cytologie urinaire 
 
Le tableau suivant présente la répartition des moyennes des différents  éléments recherchés à 





























Protéinurie mg/L 80.00 10.00 – 
297.00 




Créatininurie mg/L 985.10 169.80 – 
3996.5 
959.50 555.20 – 
4893.5 
1052.6 194.60 – 
3072.4 
RPCU - 0.07 0.01 – 
0.18 
0.31 0.21 – 
0.45 







Variable Unité Médiane  Minimum-
Maximum 
Leucocytes Unités par champs, 
moyenne sur 10 
champs 
0.5 0-50 
Globules rouges Unités par champs, 
moyenne sur 10 
champs 
0.2 0-300  
Cristaux Unités par champs, 
moyenne sur 10 
champs 
0 0-50 
Cylindres Unités par champs, 
moyenne sur 10 
champs 
0 0-50 
Bactéries  Unités par champs, 
moyenne sur 10 
champs 
0 0-20 
Spermatozoïdes Unités par champs, 
moyenne sur 10 
champs 
0 0-20 
Cellules épithéliales Unités par champs, 
moyenne sur 10 
champs 
0 0-20 
Tableau 9 : Répartition des résultats de la cytologie urinaire à T0 
 
Parmi les 60 animaux étudiés, 52 n’avaient aucun cristal de struvite repéré à la cytologie 
urinaire à T0 et 8 en avaient. 
De même, 59 n’avaient pas de cristaux d’Oxalate de Calcium à T0 et un seul en présentaient.  
Enfin, 58 animaux ne présentaient pas d’autres cristaux (type bilirubine) à T0, et 2 en 
présentaient. 
 
2.2.1.5. Croissance bactérienne 
 
Une distinction a été effectuée entre les animaux dont la bactériologie urinaire a mis en 
évidence une quelconque croissance bactérienne, c’est à dire avec une bactériurie strictement 
supérieure à 0 UFC /mL et les animaux atteints d’une infection urinaire, c'est-à-dire ceux dont 







2.2.1.5.1. Culture bactérienne   
 
Parmi les 56 chiens ayant bénéficié d’une bactériologie urinaire, 18 avaient une croissance 
bactérienne urinaire à T0 et 38 n’en avaient pas. 
Le tableau suivant répertorie les souches isolées ainsi que les différents effectifs de 
bactériologie.   
Quantité isolée en UFC/ 
mL  
Effectif  Germes isolés  
100  1 - Streptococcus canis  
 
1 000  4  - Streptococcus canis (x2) 
- Staphylococcus pseudointermedius 
- Staphylococcus epidermidis 
 
10 000 4  - Streptococcus canis 
- Pseudomonas aeruginosa  
- Escherichia coli / Staphylococcus 
pseudointermedius 
- Escherichia coli / Enterobacter aerogenes 
 
100 000 5 - Staphylococcus intermedius /Streptococcus 
canis  
- Escherichia coli / Pseudomonas aeruginosa  
- Staphylococcus pseudointermedius 
- Enterococcus faecalis / Staphylococcus 
pseudointermedius 
- Escherichia coli / Enterococcus faecalis 
 
1 000 000 3 - Enterobacter cloacae / Streptococcus canis 
- Streptococcus canis / Escherichia coli / 
Tuerperella abotisuis 
- Escherichia coli  
 
100 000 000 1  - Staphylococcus intermedius 
 








2.2.1.5.2. Infection bactérienne    
 
Parmi les 56 chiens qui ont eu une bactériologie urinaire, 47 n’avaient pas d’infection urinaire 
et 9 avaient une infection urinaire active.  
Le tableau suivant répertorie les différents cas d’infection bactérienne avec la population 
isolée ainsi que leur comptage.  
Quantité isolée en UFC/ 
mL  
Effectif  Germes isolés  
100 000 5 - Staphylococcus intermedius  
- Staphylococcus 
pseudointermedius 
- Enterococcus faecalis  
- Escherichia coli  
- Escherichia coli / 
Enterococcus faecalis 
 
1 000 000 3 - Streptococcus canis  
- Escherichia coli  
- Enterobacter cloacae / 
Streptococcus canis 
 
100 000 000 1  Staphylococcus intermedius 
 
Tableau 11 : Répartition des comptages bactériologiques et des souches bactériennes isolées lors 
d'infection du tractus urinaire à T0 
 
2.2.1.6. Délai entre collecte d’urine et analyse cytologique  
 
Le délai entre la collecte des urines et l’analyse cytologique a pour médiane 30 minutes et a 












2.2.2. Résultats de l’analyse d’urine à T4 
 
2.2.2.1. Créatininurie / Protéinurie / RPCU / Stade IRIS  
 
Les résultats de la créatininurie, de la protéinurie et du RPCU à T4  sont retranscrits dans le 
tableau suivant.  
 
Variable Unité  Médiane  Minimum – Maximum  
Protéinurie mg/L  128.00 11.000 - 5436.0 
Créatininurie mg/L 975.95 165.90 - 4803.3 
RPCU - 0.12 0.03 - 11.9 
Tableau 12 : Répartition des résultats de protéinurie, créatininurie et RPCU à T4 
 
En ce qui concerne les stades IRIS, sur les 60 chiens étudiés, 39 étaient de stade IRIS NP (non 
protéinurique), 6 étaient de stade BP (border line) et 15 étaient de stade P (protéinurique). 
 
Les résultats de la créatininurie, de la protéinurie et du RPCU à T4 en fonction du stade IRIS 
sont retranscrits dans le tableau suivant.  


















Protéinurie mg/L 84.00 11.00 – 
294.00 




Créatininurie mg/L 972.20 165.90 – 
4055.1 
951.90 563.60 – 
4803.3 
1072.0 204.00 – 
3066.1 
RPCU - 0.08 0.03 – 0.19 0.32 0.20 – 
0.43 
2.36 1.11 – 
11.9 











2.2.2.2. Cytologie urinaire  
 
Le tableau suivant présente la répartition des moyennes des différents  éléments recherchés à 
la cytologie urinaire à T4.  
Variable Unité Médiane  Minimum-
Maximum 
Leucocytes Unités par champs, 
moyenne sur 10 
champs 
0.5 0-50 
Globules rouges Unités par champs, 
moyenne sur 10 
champs 
0.2 0-300  
Cristaux Unités par champs, 
moyenne sur 10 
champs 
0 0-50 
Cylindres Unités par champs, 
moyenne sur 10 
champs 
0 0-50 
Bactéries  Unités par champs, 
moyenne sur 10 
champs 
0 0-20 
Spermatozoïdes Unités par champs, 
moyenne sur 10 
champs 
0 0-20 
Cellules épithéliales Unités par champs, 
moyenne sur 10 
champs 
0 0-20 
Tableau 14 : Répartition des résultats de cytologie à T4 
 
Parmi les 60 animaux étudiés, 52 n’avaient aucun cristal de struvite repéré à la cytologie 
urinaire à T4 et 8 en avaient. 
De même, 58 n’avaient pas de cristaux d’Oxalate de Calcium à T4 et 2 en présentaient.  









2.2.3. Résultats de l’analyse d’urine à T24 
 
2.2.3.1. Créatininurie / Protéinurie / RPCU / Stade IRIS  
 
Les résultats de la créatininurie, de la protéinurie et du RPCU à T24  sont retranscrits dans le 
tableau suivant.  
Variable Unité  Médiane  Minimum – Maximum  
Protéinurie mg/L  126.50 9.0000 - 5446.0 
Créatininurie mg/L 979.2 166.40 – 4694.4 
RPCU - 0.13 0.03 – 12.1 
Tableau 15 : Répartition des résultats de protéinurie, créatininurie et RPCU à T24 
En ce qui concerne les stades IRIS, sur les 60 chiens étudiés, 39 étaient de stade IRIS NP (non 
protéinurique), 6 étaient de stade BP (border line) et 15 étaient de stade P (protéinurique). 
 
2.2.3.2. Cytologie urinaire  
 
Le tableau suivant présente la répartition des moyennes des différents  éléments recherchés à 













Variable Unité Médiane  Minimum-
Maximum 
Leucocytes Unités par champs, 
moyenne sur 10 
champs 
0.45 0-50 
Globules rouges Unités par champs, 
moyenne sur 10 
champs 
0.1 0-300  
Cristaux Unités par champs, 
moyenne sur 10 
champs 
0 0-50 
Cylindres Unités par champs, 
moyenne sur 10 
champs 
0 0-50 
Bactéries  Unités par champs, 
moyenne sur 10 
champs 
0 0-20 
Spermatozoïdes Unités par champs, 
moyenne sur 10 
champs 
0 0-20 
Cellules épithéliales Unités par champs, 
moyenne sur 10 
champs 
0 0-20 
Tableau 16 : Répartition des résultats de cytologie à T24 
 
Parmi les 60 animaux étudiés, 52 n’avaient aucun cristal de struvite repéré à la cytologie 
urinaire à T24 et 8 en avaient. 
De même, 57 n’avaient pas de cristaux d’Oxalate de Calcium à T24 et 3 en présentaient.  
Enfin, aucun animal ne présentait  d’autres types de  cristaux (type bilirubine) à T24. 
 
 
2.2.3.3. Culture bactérienne  
 







Parmi les 56 chiens qui ont bénéficié d’une bactériologie urinaire, 22 présentaient une 
croissance bactérienne positive à T24 et 34 n’en présentaient pas.  
Le tableau suivant répertorie les souches isolées, leur comptage et leur répartition.  
 
Quantité isolée en UFC/ mL  Effectif  Germes isolés  
100  2 - Streptococcus canis  
- Escherichia coli / Staphylococcus 
pseudointermedius 
 
1000  6 - Escherichia coli  
- Pseudomonas aeruginosa 
- Streptococcus canis 
- Streptococcus canis / Tuerpela abortisuis 
- Staphylococcus pseudointermedius / 
Enterococcus      faecalis 
- Enterococcus faecalis / Escherichia coli 
 
10 000 8  - Streptococcus canis 
- Escherichia coli / Staphylococcus 
pseudointermedius 
- Escherichia coli  
- Escherichia coli / Streptococcus canis 
- Escherichia coli / Enterobacter faecalis / 
Streptococcus milleri 
- Tuerpela abortisuis / Escherichia coli  
- Escherichia coli / Enterobacter aerogenes 
- Enterococcus faecalis /  
Pseudomonas aeruginosa  
 
100 000 1 Pseudomonas aeruginosa / Escherichia coli  
 
1 000 000 3 - Pseudomonas spp 
 
- Streptococcus canis / Klebsiella pneumoniae 
 
- Moraxella osloensis / Micrococcus luteus 
 
10 000 000 1 Escherichia coli / Streptococcus canis 
 
100 000 000 1  Staphylococcus intermedius 
 







2.2.3.3.2. Infection bactérienne   
 
Parmi les 56 chiens qui ont bénéficié d’une bactériologie urinaire, 50 n’avaient pas 
d’infection urinaire  à T24 et 6 avaient une infection urinaire active.  
Le tableau suivant répertorie les différents cas d’infection bactérienne avec la population 
isolée ainsi que leur comptage.  
Quantité isolée en UFC/ mL  Effectif  Germes isolés  
100 000 1 - Pseudomonas aeruginosa / 
Escherichia coli 
 
1 000 000 3 - Pseudomonas spp 
- Streptococcus canis / 
Klebsiella pneumoniae 
- Moraxella osloensis / 
Micrococcus luteus 
 
10 000 000 1 - Escherichia coli / 
Streptococcus canis 
 
1 000 000 1  - Staphylococcus intermedius 
 
Tableau 18 : Répartition des comptages bactériologiques et des souches bactériennes isolées lors 
d'infection du tractus urinaire à T24 
 
 
2.3. Influence démographique sur l’analyse d’urine  
 
L’influence des variables démographiques et du délai écoulé entre la collecte et l’analyse 
d’urine sur les variables quantitatives a été étudié au moyen d’un modèle général linéaire. 
L’influence des variables démographiques et du délai écoulé entre la collecte et l’analyse 
d’urine sur les variables qualitatives a été étudié au moyen d’une régression logistique 







2.3.1. RPCU  
 
Le RPCU ne dépend pas de l’âge du chien (p=0.2703), ni du sexe (p=0.5701) ni du gabarit 
(p=0.7973). 
Il ne dépend pas non plus du délai entre la collecte de l’urine et l’analyse (p=0.6415). 
 
2.3.2. Densité urinaire  
 
La densité urinaire ne dépend pas de l’âge du chien (p=0.1165), ni du sexe (p=0.4457) ni du 
délai entre la collecte de l’urine et l’analyse (p=0.4366).  
Elle ne dépend pas non plus du gabarit du chien même si la pvalue est proche de 0.05 
(p=0.0712). 
 
2.3.3. Cytologie urinaire 
 
2.3.3.1. Cristallurie 
La moyenne de cristaux observés par champ ne dépend pas de l’âge de l’animal (p=02210), ni 
du sexe (p=0.7816), ni du délai entre la collecte de l’urine et l’analyse (p=0.8189). 
Elle ne dépend pas non plus du gabarit du chien même si la P value est proche de 0.05 
(p=0.0638). 
De même la présence ou non de cristaux de struvites ne dépend pas de l’âge de l’animal, ni du 
délai entre la collecte et l’analyse cytologique de l’urine. Les valeurs de p values sont 
disponibles en annexe 5.  
En ce qui concerne le gabarit, son rôle dans la présence de struvite n’a pas pu être calculé 
(p=0) du fait du manque d’effectif. 
La présence de cristaux d’oxalate de calcium de dépend ni de l’âge, ni du gabarit de l’animal 
ni du délai entre la collecte et l’analyse cytologique de l’urine. Les valeurs de p values sont 









La moyenne de globules rouges observés par champ ne dépend pas de l’âge du chien 
(p=0.9512), ni du sexe (p=0.8660) ni du gabarit (p=0.4783). 





La moyenne de globules blancs observés par champ ne dépend pas de l’âge du chien 
(p=0.3594), ni du sexe (p=0.2704) ni du gabarit (p=0.6227). 




La moyenne de cylindres observés par champ ne dépend pas de l’âge de l’animal (p=02220), 
ni du sexe (p=0.7835), ni du délai entre la collecte de l’urine et l’analyse (p=0.6944). 





La moyenne de bactéries observées par champ ne dépend pas du sexe de l’animal (p=0.2748) 






En revanche, elle dépend de l’âge de l’animal (p=0.0025), plus l’animal est âgé, plus la 
bactériurie à la cytologie urinaire est importante. Le chien a par an 0.28 fois plus de chance 
d’avoir des bactéries à la cytologie urinaire.  
De même, elle dépend du gabarit de l’animal (p=0.0339), plus l’animal est petit plus la 
bactériurie à la cytologie urinaire est importante.  Les animaux ont 1.6257 fois plus de chance 
d’avoir une bactériurie observée à la cytologie urinaire s’ils appartiennent au groupe de 
gabarit 1.  
 
Figure 8 : Répartition de la moyenne des bactéries isolées à la cytologie urinaire en fonction du gabarit 
 
2.3.3.6. Présence de cellules épithéliales 
 
La moyenne de cellules épithéliales observées par champ ne dépend pas de l’âge du chien 
(p=0.1343), ni du sexe (p=0.3753) ni du gabarit (p=0.9966). 













Le pH observé à la bandelette urinaire ne dépend  pas de l’âge du chien (p=0.2160), ni du 
sexe (p=0.2688) ni du gabarit (p=0.6623). 




Quels que soient les niveaux de concentration en glucose (0, 1, 2, 3 ou 4 croix), cette 
concentration ne dépend ni de l’âge, ni du sexe, ni du gabarit de l’animal, ni du délai entre la 
collecte et la réalisation de la bandelette (p>0.05). Les p values sont données pour chaque 




Quels que soient les niveaux de concentration en bilirubine (0, 1, 2 ou 3 croix), cette 
concentration ne dépend ni de l’âge, ni du sexe, ni du gabarit de l’animal, ni du délai entre la 
collecte et la réalisation de la bandelette (p>0.05). Les p values sont données pour chaque 





Quels que soient les niveaux de concentration en sang (0, 1, 2,3 ou 4 croix), cette 
concentration ne dépend ni de l’âge, ni du sexe, ni du gabarit de l’animal, ni du délai entre la 
collecte et la réalisation de la bandelette (p>0.05). Les p values sont données pour chaque 









Quels que soient les niveaux de concentration en protéine (0, 1, 2 ou 3 croix), cette 
concentration ne dépend  ni du sexe, ni du gabarit de l’animal, ni du délai entre la collecte et 
la réalisation de la bandelette (p>0.05). Les p values sont données pour chaque paramètre en 
annexe 10. 
En ce qui concerne l’âge, il semblerait que la concentration en protéine dépend de l’âge de 
l’animal pour les concentrations à 2 croix de protéine (p=0.0249) et à 3 croix de protéine 
(p=0.0982). Plus l’animal est âgé plus il a de chance d’avoir 2 à 3 croix de protéines à la 
bandelette urinaire.  






Quels que soient les niveaux de concentration en leucocyte (0, 2, ou 3  croix), cette 
concentration ne dépend ni de l’âge, ni du sexe, ni du gabarit de l’animal, ni du délai entre la 
collecte et la réalisation de la bandelette (p>0.05). Les p values sont données pour chaque 
paramètre en annexe 11. 
 
2.3.5. Bactériologie urinaire  
 
La présence d’infection urinaire à la bactériologie urinaire ne dépend ni du sexe, ni du gabarit 
de l’animal ni du délai entre la collecte et l’analyse bactériologique. Les valeurs des p values 
sont rapportées dans l’annexe 12. 
Toutefois l’âge de l’animal a un impact sur la présence d’une infection urinaire (p=0.0177). 









2.4. Influence du temps d’analyse 
 
Comme précédemment, l’influence du temps d’analyse sur les variables quantitatives, a été 
étudiée au moyen d’un modèle général linéaire. 
De même, l’influence du temps d’analyse sur les variables qualitatives a été étudiée au moyen 
d’une régression logistique binomiale ou multinomiale. 
 
 
2.4.1. RPCU et Stade IRIS 
 
Le  RPCU de l’animal ne dépend pas du temps d’analyse (p=0.9976). Que ce soit 4 heures ou 
24 heures après la collecte, il est significativement identique au RPCU déterminé au moment 
de la collecte d’urine.  De même le stade IRIS ne dépend pas du temps d’analyse (p=1.0000). 
 
 











La moyenne de cristaux observés à la cytologie urinaire ne dépend pas du temps (p=0.5765). 
 
 
Figure 10 : Répartition des moyennes de cristaux observés en fonction du temps d'analyse 
Même si la moyenne des cristaux augmente avec le temps d’analyse, cette différence n’est pas 
significative.  
De même, la présence ou non de cristaux de struvites à la cytologie urinaire ne dépend pas du 
temps d’analyse (p=0.9739 pour T0, et p=0.9738 pour T24). 
Enfin la présence ou non de cristaux d’oxalate de calcium à la cytologie urinaire ne dépend 













































































2.4.2.7. Présence de cellules épithéliales à la cytologie 
 
La moyenne de cellules épithéliales observées à la cytologie urinaire ne dépend pas du temps 
d’analyse (p=0.9531) 
 
2.4.3. Bactériologie urinaire  
 
La présence d’une croissance bactérienne à la bactériologie urinaire ne dépend pas du temps 
d’analyse (p=0.3865) 
La présence d’une infection urinaire ne dépend pas du temps d’analyse (p=0.3851). 
Parmi les résultats  supérieurs à 100 000 UFC / mL à T0, c'est-à-dire les chiens atteints d’une 
infection du tractus urinaire, certains chiens ont vu leur résultats de bactériologie urinaire 
évoluer, en isolant parfois des souches différentes à T24. L’évolution des bactériologies 
urinaires des chiens diagnostiqués comme atteints d’une infection urinaire à T0 est présentée 










Souche isolée à 
T0 
Quantification 
de la souche 
isolée (en 
UFC /mL)  
Souche isolée à 
T24 
Quantification 
de la souche 




100 000 Klebsiella 
pneumoniae  
1 000 000 
8 Escherichia coli  1 000 000 Escherichia coli 10 000 
13 Escherichia coli 100 000 Escherichia coli 100 000 
25 Staphylococcus 
pseudointermedius 
100 000 Escherichia coli 10 000 
29 Enterococcus 
faecalis 





1 000 000 Tuerperella 
abortisuis / 
Escherichia coli  
10 000 
38 Escherichia coli / 
Enterococcus 
faecalis 












1 000 000 
56 Staphylococcus 
intermedius 
100 000 000 Staphylococcus 
intermedius 
100 000 000 
Tableau 19 : Evolution des bactériologies urinaires des animaux diagnostiqués comme atteints d'une ITU 
à T0 
 
De même, certains de leurs résultats d’antibiogrammes ont évolué également. Sur les 9 chiens 
atteints d’une ITU à T0, 4 ont des profils de résistance sur les souches isolées à T24 différents 










3. Discussion  
 
3.1. Influence des paramètres démographiques sur l’analyse d’urine  
 
En ce qui concerne l’influence des paramètres démographiques, les  paramètres influençant 
l’analyse urinaire semblent être le gabarit de l’animal et l’âge du chien.   
 
3.1.1. RPCU et stade IRIS 
 
Les résultats de cette étude ont montré que ni le RPCU ni le stade IRIS ne dépendaient 
d’aucun paramètre démographique testé (âge, sexe, gabarit). Cette information est utile afin 
de mieux  pouvoir envisager une souffrance rénale associée à un RPCU anormal, sans avoir à 
prendre en compte l’âge, le sexe, ou le gabarit de l’animal. 
Même si le RPCU ne dépend pas des paramètres testés, il convient toutefois d’interpréter avec 
vigilance les résultats d’un RPCU anormal de par les variations quotidiennes des valeurs de 
RPCU (LeVine et al. 2010). Dans notre étude, les prélèvements ont tous été effectués au 
même moment de la journée, afin de s’affranchir de ces variations circadiennes.  
 
3.1.2. Cytologie urinaire  
 
Les résultats de la cytologie  urinaire ne dépendent pas de l’âge, du sexe ou du gabarit de 
l’animal  à l’exception de la bactériurie observée à la cytologie.  
En effet, celle-ci semble dépendre du gabarit de l’animal, plus le chien est petit, plus il a de 
chance d’avoir des bactéries observées à la cytologie urinaire.  
Toutefois, au cours de cette étude, il n’y a eu qu’un seul animal, PUMA 32, sur lequel des 
bactéries ont  été mises en évidence à la cytologie, ce résultat n’est donc pas interprétable et 
ne permet pas de conclure quant à un rôle du gabarit sur les résultats de cytologie urinaire.  
Il est de même intéressant de  remarquer que bien que des infections du tractus urinaire aient 






isolées à la cytologie urinaire sur un seul de ces spécimens, ce qui montre bien le manque de 
sensibilité de ce test. 
 
Il est également notable que, bien que les résultats ne soient pas significatifs, la cristallurie et 
la cylindrurie semblent dépendre du gabarit. Plus le chien est petit plus le risque qu’il présente 
des cylindres et des cristaux urinaires est grand. Cela va de pair avec le fait que, même si le 
résultat n’est pas significatif, la densité semble dépendre du gabarit également, plus le chien 
est petit plus la densité est faible. La densité plus faible pour des animaux de petit gabarit peut 
entrainer une plus forte concentration des éléments qui composent l’urine et donc entrainer 
des cristalluries et cylindruries plus importantes.   
 
3.1.3. Bandelette urinaire  
 
En considérant toutes les plages de bandelette urinaire, seule la plage protéine dépend de l’âge 
de l’animal. Plus le chien est âgé, plus la quantité de protéine à la bandelette urinaire a de 
chance d’être grande. Ce résultat est toutefois en contradiction avec nos précédents résultats 
qui ont montré que le RPCU ne dépendait pas de l’âge de l’animal. Ceci est donc un argument 
de plus quant au manque de sélectivité de la bandelette urinaire par rapport à la plage protéine 
et justifie encore d’avantage l’utilisation du RPCU afin d’objectiver une protéinurie.  
 
3.1.4. Bactériologie urinaire  
 
Les résultats de bactériologie urinaire indiquent que ceux-ci dépendent de l’âge de l’animal. 
Plus celui-ci est âgé plus le chien a de chance d’avoir une infection du tractus urinaire. Les 
résultats ne révèlent toutefois pas d’effet du sexe ou du gabarit de l’animal. Toutefois, le peu 











3.2. Influence du temps de stockage sur l’analyse d’urine 
 
3.2.1. RPCU et stade IRIS 
 
Cette étude a permis de montrer qu’à 4 °C (température de conservation au réfrigérateur),  le 
RPCU  est significativement le même,  4 heures et 24 heures après le prélèvement d’urine.  
Ce résultat est partiellement en accord avec les études de Rossi (Rossi et al. 2012), qui ont 
prouvé qu’à 4 °C le RPCU est conservé jusqu’à 4 heures post-prélèvement.   
De même, le stade IRIS est conservé au cours du temps.  
C’est la détermination de ce stade qui permet la mise en place d’un diagnostic et d’une 
décision thérapeutique. Le fait qu’il soit conservé après 4 heures et 24 heures de stockage 
prouve qu’il est possible, pour la détermination d’une protéinurie,  de conserver les urines au 
réfrigérateur. 
Ceci permet de s’affranchir de certains paramètres qui font varier la protéinurie, tel le stress 
en structure vétérinaire qui engendre une augmentation de celle-ci (Duffy, Specht, et Hill 
2015). Une collecte chez et par le propriétaire, par miction spontanée après nettoyage de la 
zone uro-génitale serait donc possible afin de déterminer une protéinurie significativement 
semblable à celle détectée en clinique vétérinaire, à condition que les urines soient stockées au 
réfrigérateur pendant moins de 24 heures.  
De façon générale, que les urines soient stockées ou non à 4 °C, les RPCU obtenus via un 
prélèvement par miction spontanée doivent quand même être interprétés avec précaution du 
fait de la présence de sédiment actif qui peut faire varier celui-ci. 
 
3.2.2. Cytologie urinaire  
 
De même, cette étude a montré que les résultats de la cytologie urinaire c'est-à-dire 
l’hématurie, la pyurie, la cylindrurie, la spermaturie, la bactériurie, la présence de cellules 
épithéliales et la cristallurie,  ne variaient pas  après conservation de l’urine à 4 °C pendant 4h 
et 24h.  
Ces résultats sont en partie en contradiction avec une autre étude (Albasan et al. 2003), qui a 
mis en évidence que la cristallurie augmentait significativement après une conservation à 4 






Cette formation de néo-cristaux a été visible chez certains animaux (par exemple PUMA 23 
qui présentait une moyenne de 0.2 cristaux de stuvites à T0, mais qui présentait une moyenne 
de 20 cristaux d’oxalate de calcium et 0 de stuvites à T24) mais n’est pas significative. Ceci 
peut s’expliquer par le manque d’effectifs d’animaux présentant des cristaux à la cytologie 
urinaire (uniquement 17 animaux pour 60 chiens expérimentés) et par la faible médiane (0)  
des cristaux observés sur l’ensemble de l’effectif.  
Il aurait également été intéressant d’étudier l’évolution de la cristallurie après conservation à 
température ambiante, température préconisée pour empêcher la formation de ces néo-cristaux 
avec un effectif beaucoup plus important.  
Enfin, l’absence de réalisation d’une bandelette urinaire après 4 heures et 24 heures de 
conservation ne permet pas d’effectuer un parallèle entre l’évolution du pH  des urines testées  
et l’évolution de la formation de ces néo-cristaux. Il serait intéressant dans une étude  
ultérieure d’évaluer l’évolution du pH des urines ainsi que de tous les résultats de la 
bandelette urinaire afin de voir si ces résultats sont conservés  dans le temps.  
Les résultats de cette étude n’étant pas en adéquation avec d’autres résultats trouvés dans la 
littérature, ils ne peuvent sans doute pas être considérés comme fiables étant donné du faible 
nombre de chiens inclus.  Il n’est donc pas  envisageable de conserver des urines obtenues par 
miction spontanée au réfrigérateur pendant 4 heures et 24 heures afin de réaliser une cytologie 
urinaire. 
 
3.2.3. Bactériologie urinaire 
 
En ce qui concerne la bactériurie, la croissance bactérienne et la présence d’une infection du 
tractus urinaire ne dépendent pas du temps de conservation à 4 °C. Ces résultats sont en 
accord avec d’autres études (Watson et Duerden 1977, Padilla et al. 1981, Jefferson et al. 
1975) qui ont montré un maintien de la population bactérienne après conservation au 
réfrigérateur qui reste dans le même ordre de grandeur pour la majorité et dont 65% restent 
similaires.  
Des  infections du tractus urinaire n’ayant été constatées seulement sur 16% des individus (9 
sur l’effectif total de 56), il est nécessaire de prendre avec précaution les résultats de 
bactériologie urinaire après conservation à 4°C, ceci afin d’éviter les faux positifs ou négatifs.  
Les résultats de l’analyse bactériologique ont également permis de mettre en évidence dans 
certains cas une non conservation de la souche isolée. Pour certains animaux, la souche isolée 






la bactériologie. Par exemple, pour PUMA 1 dont la souche isolée à T0 est Staphylococcus 
intermedius (100 000 UFC/mL) et qui après 24 heures de culture ne présente plus de 
Staphylococcus intermedius mais uniquement des Klebsiella pneumoniae (1 000 000 
UFC/mL). Ce changement de souche isolée est associé à des spectres de résistances différents 
dans 4 cas sur 9. Ceci représente une limite importante à la conservation des urines pendant 
24 heures car il peut en résulter une mauvaise identification de la souche pathogène ainsi que 
du profil de résistance associé.  
Toutefois il faut prendre en considération que  la présence  de ce changement de souche peut 











Cette étude a permis d’acquérir une meilleure connaissance des conséquences du stockage des 
urines à 4°C.  Le RPCU d’urines prélevées par miction spontanée après nettoyage de la zone 
uro-génitale,  ne varie pas suite à un stockage pendant 4 et 24 heures au réfrigérateur. Cette 
donnée est une véritable avancée car la réalisation de RPCU sur des urines prélevées en 
structure vétérinaire s’effectue le plus souvent dans des laboratoires spécialisés ce qui 
engendre par conséquent un délai entre prélèvement et analyse. De plus, le stress étant un 
facteur d’augmentation de la protéinurie, privilégier un mode de prélèvement par miction 
spontanée et au domicile du propriétaire, afin d’éviter tout stress inhérent à la venue dans la 
structure vétérinaire et à la réalisation d’une cystocentèse,  peut être une solution afin d’éviter 
de faux positifs. Le propriétaire pourrait alors conserver les urines de son animal au 
réfrigérateur pendant maximum 24 heures avant de les amener pour analyse.  
Cette étude a également permis de mettre en évidence une conservation des résultats des 
différentes étapes de la cytologie urinaire (cylindrurie, cristallurie, pyurie, hématurie, 
bactériurie, spermaturie et présence de cellules épithéliales) pour des urines conservées à 4 °C 
pendant 4 à 24 heures. Toutefois, ces résultats doivent être interprétés avec précaution car ils 
ne reflètent pas la formation de néo-cristaux observés par plusieurs autres études lors d’un 
stockage à 4 °C pendant 24 heures.   
Enfin la croissance bactérienne et le diagnostic d’infection urinaire suite à la réalisation d’une 
bactériologie urinaire sont également conservés lors d’un stockage de 24 heures à 4°C.  
Comme pour le RPCU, les bactériologies urinaires sont en général effectuées par des 
laboratoires externes, ce qui nécessite un délai de stockage variable. La principale limite est la 
phase de transport des échantillons au laboratoire, durant laquelle les échantillons ne sont 
généralement plus réfrigérés.  
Toutefois,  il est important de  prendre les résultats de cristallurie et de bactériologie urinaire 
avec précaution en considérant le faible effectif d’animaux présentant une cristallurie 
pathologique ou une infection du tractus urinaire ainsi que le faible nombre d’animaux inclus 
dans l’étude globale. 
Une conservation des urines à 4 °C pendant 4 et 24 heures sur des urines de chien prélevées 
par miction spontanée est envisageable dans le cadre de la détermination du RPCU. Dans le 
cadre de la détermination de la cytologie urinaire et de la bactériologie urinaire,  cette étude 
représente une bonne étape préliminaire à la réalisation d’une  étude ultérieure comportant un 
plus grand nombre d’effectif de chiens atteints d’infection du tractus urinaire ou ayant une 
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Annexe  1 : Consentement éclairé 
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31076 Toulouse Cedex 3, France 
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Étude visant à évaluer les modifications du RPCU et de la cytologie dans les urines de chiens 
prélevées par miction naturelle après réfrigération 
 
Étude effectuée au sein de l’E.N.V.T. entre le 25 Octobre 2016 et le 30 Avril 2017 
L’objectif est d’évaluer les modifications du RPCU et de la cytologie dans les urines de 
chiens prélevées par miction naturelle entre l’analyse immédiate et après réfrigération. 
Les prélèvements urinaires utilisés pour cette étude ne sont réalisés que dans un contexte 
médical encadré et ont un intérêt immédiat dans l’évaluation de l’état de santé du chien sauf 
pour les animaux dont les propriétaires sont volontaires. Aucun effet secondaire néfaste n’est 
à craindre. 
 
Je, soussigné(e) ………………………, 








N° d’identification (éventuellement) 
………………………………………………………………………………………………. 
Atteste avoir lu les paragraphes précédents, avoir été clairement informé du caractère 
facultatif de cette étude et avoir conscience de ma totale liberté de refuser que mon chien 
y participe. 
Et accepte que mon (mes) chien(s) soi(en)t inclus dans l’étude. 
 




Annexe  2 : Fiche d'identification de l'animal 
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Étude visant à évaluer les modifications du RPCU et de la cytologie dans les urines de chiens 
prélevées par miction naturelle après réfrigération 
Date et heure de prélèvement des urines: 
…………………………………………………………………………………………………
……………………………………………………………………. 















Signalement de l’animal : 
Nom complet:……………………………………………………………………………………
……. 
N° de dossier ENVT 
:…………………………………………………………………………………. 
Date de naissance :……………………………..   Sexe :……………      Stérilisé :  Oui     
Non 
Questions Préliminaires : 






















Antécédents connus d’affection du tractus urinaire et/ou de protéinurie? 
 Oui       Non 



































Annexe  3 : Fiche de résultats d'analyse 
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Étude visant à évaluer les modifications du RPCU et de la cytologie dans les urines de chiens 
prélevées par miction naturelle après réfrigération 
 
Numéro d’Identification pour l’Etude : 
…………………………………………………………………………………………………
……… 
Informations relatives au prélèvement : 
Volume total d’urine disponible : ……………………...... 
Date et Heure de prélèvement des urines : ……………………...... 
Heure de dépôt des urines au laboratoire : ……………………...... 
Intervalle < 2 heures respecté entre le prélèvement et l’analyse? 
 Oui   Non 






Heure de centrifugation : ……………………...... 
Heure de rangement à +4°C : ……………………...... 








Densité urinaire : ………………………………………………………….. 
Bandelettes urinaires (par imbibition des plages réactives) : 
pH :        
leucocytes   Sang   
nitrites   Cétones   
urobilinogène   Bilirubine   
protéines   glucose   
    

























          
Hématie 
(x400) 
          
Leucocyte
s (x400) 
          
Cylindres 
(x100) 
          








          
 






Analyses après 4 à 6h de réfrigération : (Préciser heure d’analyse) 
Densité urinaire : ………………………………………………………….. 
Bandelettes urinaires (par imbibition des plages réactives) : 
pH :        
leucocytes   Sang   
nitrites   Cétones   
urobilinogène   Bilirubine   
protéines   glucose   
   

























          
Hématie 
(x400) 
          
Leucocyte
s (x400) 
          
Cylindres 
(x100) 
          








          
 












Analyses après 22 à 26h de réfrigération : (Préciser heure d’analyse) 
Densité urinaire : ………………………………………………………….. 
Bandelettes urinaires (par imbibition des plages réactives) : 
pH :        
leucocytes   Sang   
nitrites   Cétones   
urobilinogène   Bilirubine   
protéines   glucose   
   






























          
Hématie 
(x400) 
          
Leucocytes 
(x400) 
          
Cylindres 
(x100) 
          
Bactérie           
Spermatozo
ïdes 
          
 












Quantification du RPCU 
 Mesure directe Mesure 4 à 6h après 
réfrigération à 
+4°C 
Mesure 22 à 26h 
après réfrigération 
à +4°C 
Date et heure 
d’analyse 
   
Protéinurie (mg/L)    
Créatininurie 
(mg/L) 
   
























































































































































































       
































































0,0000 . . 28,4292 28,4292 











































































































































































































































































Choice Group: 2,0 Vs 3 





























































































Choice Group: 0,0 Vs 4 















































































































































































































































































































































































































































































0,0000 . . 28,4624 28,4624 
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TITRE :  Etude visant à évaluer les modifications du RPCU, de la cytologie et de la bactériologie dans les urines 
des chiens prélevées par miction spontanée après réfrigération  
RESUME :  
L’analyse d’urine est un examen complémentaire répandu est intéressant en médecine vétérinaire. En structure 
vétérinaire, la variabilité des délais nécessaires à la réalisation de ces analyses conduit généralement à un 
stockage temporaire des urines à 4°C. Si le délai de stockage des urines prélevées par cystocentèse a été étudié, 
peu d’information sur l’influence du délai de conservation sur des urines prélevées par miction spontanée sont 
disponibles. Le but de cette étude est d’étudier les effets d’un stockage d’urines de chiens  à 4 °C pendant 4 et 24 
heures sur le RPCU, la cytologie et la bactériologie urinaire. Les hypothèses de départ étaient que le RPCU ne 
serait pas affecté tandis que des modifications cytologiques et bactériologiques seraient mises en évidence. 
Soixante chiens ont été inclus dans l’étude et la durée de conservation à 4°C n’a été associée à aucune 
modification significative du RPCU, de l’analyse cytologique et de la culture bactériologique. Les résultats 
doivent cependant être interpréter avec précaution compte tenu du nombre relativement faible de chiens inclus. 




ENGLISH TITLE :  Effect of 4°C storage duration of canine free-catch urine samples on results for UPCR, 
cytological examination and bacterial culture. 
 
ABSTRACT :  
Urinalysis is an interesting procedure to screen/diagnose several disorders in veterinary medicine. Free-catch has 
been shown to be feasible and reliable when urinalysis is performed immediately and when few adjustments are 
made before interpretation. It is however unclear if free-catch urine samples can be stored at 4°C without 
affecting the results of complete urinalysis. Objective of this prospective preliminary study was to assess 
influence of a 4h- and a 24h-duration storage of canine free-catch urine samples on UPCR, cytological 
examination and bacterial culture. Our hypotheses were that UPCR would not be affected by storage duration, 
while cytological results and bacterial culture would significantly differ. Sixty dogs were included in this study 
and the results failed to demonstrate any significant influence of storage duration on urinalysis. However results 
should be interpreted cautiously as the small number of included dogs may explain the lack of significance of 
some of the results. 
KEYWORDS : UPCR, URINARY BACTERIOLOGY, URINARY CYTOLOGY, STORAGE, PRE-
ANALYTICAL FACTORS 
